Superenrollamiento, encadenamiento y anudamiento del DNA en procariotas y eucariotas. by Cebrián, Jorge
 
UNIVERSIDAD AUTÓNOMA DE MADRID 
FACULTAD DE MEDICINA 







SUPERENROLLAMIENTO, ENCADENAMIENTO Y 
ANUDAMIENTO DEL DNA 





Memoria presentada por Jorge Cebrián Castillo,  
licenciado en Biología, para optar al grado de Doctor 
 
 
Director de Tesis: 
Dr. Jorge Bernardo Schvartzman Blinder 
 
Departamento de Biología Celular y Molecular 








































 La presente Tesis Doctoral titulada “Superenrollamiento, encadenamiento y 
anudamiento del DNA en procariotas y eucariotas” ha sido realizada por Jorge Cebrián 
Castillo, bajo la dirección del Dr. Jorge Bernardo Schvartzman Blinder, en el 
Departamento de Biología Celular y Molecular del Centro de Investigaciones Biológicas 
(CSIC) de Madrid, con la financiación concedida por el Ministerio de Economía y 























































































A mis padres 





































































 Una Tesis Doctoral es trabajo y tiempo pero, sin duda, se compone de muchas 
personas. Por ello, quiero agradecer y recordar a todas las personas que me han 
acompañado durante esta gran etapa. 
 
 En primer lugar quiero dar las gracias al Dr. Bernardo Schvartzman por darme la 
oportunidad de realizar esta Tesis Doctoral en su laboratorio. Gracias por tu cercanía, 
guiarme en el trabajo y estar siempre dispuesto a resolver cualquier duda. Gracias a la 
Dra. Débora Krimer y al Dr. Pablo Hernández por su interés, cooperación y buenos 
consejos que han permitido que mi trabajo sea mejor. 
 
 Gracias a Marisa “una de las más expertas en bidimensionales del mundo”, me 
dijeron mi primer día. No se equivocaban. Gracias por dejarme trabajar a tu lado. 
Cuando tuviste tus merecidas “vacaciones”, seguiste ayudándome en tu “oficina”, por 
tfno., email y whatsapp. Esta es tu última tesis y has sido la mejor maestra que se puede 
tener. Gracias por tus ánimos, generosidad y paciencia. 
 
 A todos mis compañeros del laboratorio y del CIB, que he tenido la gran suerte de 
conocer y con los que he pasado muchos y grandes momentos. Gracias, María, mi primer 
mes aquí empecé siguiendo tus experimentos y me contagiaste tu pasión por la ciencia y 
tu constante optimismo. Estefanía, gracias por introducirme en el mundo de las levaduras. 
Siendo de Zaragoza, maja tenías que ser. Gracias Vanessa, por tu ayuda con las PCRs. 
Con tu paciencia y tesón sacarás adelante cualquier trabajo. Ali, gracias porque he 
aprendido mucho contigo y de ti. El lab se queda en buenas manos. Gracias a Leo y Javi. 
Leo, eres de las mejores personas que conozco, además te ríes de mis gracias. Javi, eres 
el más noble aunque te guste picarme. Gracias Eva, porque desprendes entusiasmo y 
tranquilidad. Gracias Cris, no es que te quiera copiar, pero es que eres de lo mejor que 
me llevo del CIB. Marta, aunque no he coincidido contigo en el CIB, es como si lo 
hubiera hecho. Gracias por tu cariño, tú sí eres un sol. Y no quiero olvidarme de Joca, 
Bea y Gonzalo, gracias chicos.  
 
 Gracias a nuestros visitantes, José, Víctor y Cristina por enseñarme tanto de 
Paraguay.  
  
 Quiero agradecer también a todas las personas que me han facilitado el trabajo en 
la parte de microscopía. En el CIB, a Jörg por su buena disposición a la hora de 
prestarme el AFM y a Virginia por venir a enseñarme su manejo. En el CNB, a Fernando 
y Maru porque, aunque fueron estancias breves, aprendí mucho y me ayudasteis en todo 
lo que pudisteis. En el CBMSO, a Maite y Milagros por su entusiasmo, amabilidad y 
cercanía para trabajar con el electrónico.  
 
 Gracias, cómo no, a mis amigos de Zaragoza: Alfredo, Aliaga, Alonso, Caldero, 
Dani, Gonzalo, Jesús, Jofre, Laura, María, Mónica, Nacho, Nati, y Sara. Con el tiempo 
algunos me seguisteis en esta aventura de venir a Madrid, pero todos seguimos teniendo 
nuestro punto de encuentro en “lo verde” de la Plaza San Francisco. Sois los mejores. 
 
 Gracias también a Raquel, Carmen, Edu, Elena, Álex, Blanca, César y Yoli. 
Siempre pasamos grandes momentos. 
 
 Gracias a la familia de Pin por su cariño y constante alegría. 
 
 A toda mi familia de Zaragoza y Mas de las Matas, muchísimas gracias por 
vuestro apoyo y cariño. 
 
 A mis abuelos. Sois un ejemplo de trabajo, constancia y generosidad. Gracias por 
querer lo mejor para mí. 
 
 A mis padres, Coro y Emilio. Gracias por vuestros grandes consejos, por darme 
tanto y quererme tanto. Sois geniales e imprescincibles. Me gustaría parecerme a 
vosotros. 
 
 A mis hermanos, Dani y Guille. Me gusta cuando estamos juntos y es cómo si el 
tiempo no hubiera pasado; 3 críos que se “chinchan” y juegan a la vez. Gracias porque 
siempre estáis dispuestos a ayudarme. A Elisa, gracias por llegar y completar esta 
familia. 
 
 Y por último, gracias a la persona que tengo a mi lado y me saca una sonrisa con 




































































 En la presente tesis hemos analizado diferentes aspectos de la topología del DNA 
en bacterias y levaduras. 
 
 Para optimizar la separación de topoisómeros de DNA plasmídico de igual masa 
total pero que difieren en su grado de superenrollamiento, encadenamiento o 
anudamiento, variamos sistemáticamente las condiciones de electroforesis bidimensional 
en geles de agarosa. Las diferencias observadas nos permiten mejorar las condiciones 
para su identificación y separación. 
 
 También abordamos la dinámica de la topología del DNA durante la replicación, 
concretamente, el posible giro de las horquillas durante la replicación y la consecuente 
formación de pre-encadenados. Una vez aislado el DNA, las horquillas pueden girar 
libremente in vitro permitiendo la difusión de la tensión torsional de la región no 
replicada a la ya replicada (y viceversa) logrando un equilibrio termodinámico. 
Examinamos los intermediarios de replicación (RIs) de tres plásmidos bacterianos con la 
horquilla detenida en diferentes posiciones y aislados de células con la Topoisomerasa IV 
(Topo IV) activa o inactiva in vivo. Los resultados obtenidos indican que los RIs están 
más torsionados cuando se aíslan de células sin Topo IV. Esta observación sugiere que 
las horquillas giran in vivo dando lugar a la formación de pre-encadenados a lo largo de 
la replicación. 
 
 Finalmente, estudiamos los intermediarios y productos de replicación de 
minicromosomas artificiales de levaduras (YACs) circulares y lineales en presencia y en 
ausencia de la Topoisomerasa 2 (Topo 2). Los resultados obtenidos confirman que en 
ausencia de Topo 2 los YACs circulares se acumulan en forma de encadenados mientras 
que los YACs lineales son capaces de replicar y segregar. Los patrones de los RIs de los 
YACs circulares y lineales mostraron diferencias significativas que indican que el 
superenrollamiento del DNA podría desempeñar un papel clave en la modulación de la 

































 In the present thesis, we have analyzed different aspects of the DNA topology in 
bacteria and yeast. 
 
 We systematically varied conditions of two-dimensional (2D) agarose gel 
electrophoresis to optimize separation of DNA topoisomers where each member had the 
same total molecular mass but they differ either by the extent of supercoiling, the extent of 
catenation or the extent of knotting. The differences observed in the different families of 
topoisomers during electrophoresis permitted us to optimize conditions for their 
separation. 
 
 We address the dynamics of DNA topology during replication. Swiveling of the 
fork and formation of precatenanes in vivo is still questioned. Anyway, once DNA is 
isolated, forks do rotate freely in vitro allowing diffusion of the torsional tension from the 
replicated to the unreplicated region and vice versa to achieve thermodynamic 
equilibrium. We examined the replication intermediates (RIs) of three bacterial plasmids 
with the fork stalled at different sites before termination and isolated from cells where the 
Topoisomerase IV (Topo IV) is active or inactive in vivo. The results obtained indicated 
that RIs were more torsionally tensioned when isolated from cells without Topo IV. This 
observation strongly suggests that forks do swivel in vivo leading to the formation of 
precatenanes as replication progresses. 
 
 Finally, we study the RIs and final products of small circular and linear 
minichromosomes of Saccharomyces cerevisiae (YACs) in the presence and absence of 
DNA Topoisomerase 2 (Topo 2). The results obtained confirmed that whereas for circular 
YACs catenated sister duplexes accumulated in the absence of Topo 2, linear YACs were 
able to replicate and segregate regardless of this topoisomerase. Moreover, the patterns of 
RIs for circular and linear YACs displayed significant differences suggesting that DNA 
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Además de las unidades y abreviaturas aceptadas por el Sistema Internacional de 
Medidas, en esta Tesis se han utilizado las siguientes abreviaturas:  
 
ARS  Secuencia de replicación autónoma de S. cerevisiae (Autonomous  
  replication sequence) 
 
ATP    Adenosín trifosfato (Adenosine triphosphate) 
 
ΔC  Variación de la complejidad topológica (Topological complexity  
  difference) 
 
Ca  Número de encadenamiento (Catenation number) 
 
CatA  Encadenado de tipo A (Type A catenate) 
 
CatB  Encadenado de tipo B (Type B catenate) 
 
CatC  Encadenado de tipo C (Type C catenate) 
 
CCC   Molécula circular covalentemente cerrada (Covalently closed circle) 
  
CCCm Monómero circular covalentemente cerrado (Monomeric covalently  
  closed circle) 
 
CCCd  Dímero circular covalentemente cerrado (Dimeric covalently closed  
  circle) 
 
CCRI    Intermediario de replicación covalentemente cerrado (Covalently closed  
  replication intermediate) 
 
cDNA  DNA complementario (Complementary DNA) 
 
Chl    Cloroquina (Chloroquine) 
 
Ct  Ciclo umbral (Cycle threshold) 
 
DNA     Ácido desoxirribonucleico (Deoxyribonucleic acid) 
 
EDTA   Ácido etilendiaminotetracético (Ethylenediaminetetracetic acid) 
 




Kb   Kilopares de bases (Kilobase pairs) 
 
Kn  Nudo (Knot) 
 
Knm  Monómero anudado (Knotted monomer) 
 
Knd  Dímero anudado (Knotted dimer) 
 
LB  Medio de cultivo Luria Bertani (Culture medium Luria Bertani) 
 
Lms   Lineales de monómeros (Monomer linears) 
 
Lds  Lineales de dímeros (Dimeric linears) 
 
Lk   Índice de ligamiento (Linking number) 
 
Lk0   Índice de ligamiento de un DNA relajado (Linking number of relaxed 
  DNA) 
 
ΔLk  Variación del índice de ligamiento con respecto al índice de ligamiento 
  del DNA relajado (Linking number difference) 
 
OC  Molécula circular con una o más roturas de cadena sencilla (Open circle) 
 
OCm   Molécula monomérica circular con una o más roturas de cadena sencilla  
  (Monomeric open circle) 
 
OCd  Molécula dimérica circular con una o más roturas de cadena sencilla  
  (Dimeric open circle) 
 
OD  Densidad óptica (Optical density) 
 
OCRI   Intermediario de replicación relajado (Open circle replication 
  intermediate) 
 
Ori   Origen de replicación (Replication origin) 
 
pb        Pares de bases (Base pairs) 
 
RFB  Barrera para las horquillas replicativas (Replication fork barrier) 
 






RI   Intermediario de replicación (Replication intermediate) 
 
RNA  Ácido ribonucleico (Ribonucleic cid) 
 
Scd  Dímero superenrollado (Supercoiled dimer) 
 
Scm  Monómero superenrollado (Supercoiled monomer) 
 
SDS   Dodecil sulfato sódico (Sodium dodecyl sulfate) 
 
SSC   Solución salina de citrato de sodio (Saline Sodium-Citrate) 
 
SSPE   Solución salina de fostato de sodio (Saline Sodium-Phosphate-EDTA) 
 
Ter  Sitio de terminación de la replicación del DNA (DNA replication terminus 
  site) 
 
TBE   Tris-Borato-EDTA (Tris-Borate-EDTA) 
 
Topo 2  Topoisomerasa 2 de S. cerevisiae (Topoisomerase 2) 
 
Topo 3  Topoisomerasa 3 de S. cerevisiae (Topoisomerase 3) 
 
Topo I  Topoisomerasa I de E. coli (Topoisomerase I) 
 
Topo II  Topoisomerasa II de E. coli (Topoisomerase II) 
 
Topo III  Topoisomerasa III de E. coli (Topoisomerase III) 
 
Topo IV  Topoisomerasa IV de E. coli (Topoisomerase IV) 
 
Tris   Tris hidroximetil aminometano (Tris hydroxymethyl aminomethane) 
 
Tus  Proteína de unión a Ter  (Terminator utilization substance) 
 
Tw  Índice de torsión (Twist)   
 
Wr  Índice de superenrollamiento (Writhe) 
 
 (+)   Positivo (Positive) 
 











































































El DNA es una doble hélice constituida por dos cadenas de polinucleótidos 
complementarias y antiparalelas. La conformación más frecuente es la denominada DNA-
B, una doble hélice dextrógira con un período de aproximadamente 10,5 pares de bases 
(pb) (Watson and Crick, 1953b). La estructura en doble hélice permite vislumbrar su 
mecanismo de replicación, revelando cómo se transmite la información genética de una 
célula madre a sus dos células hijas (Watson and Crick, 1953a, b). La estructura, 
organización y topología del DNA son el foco de estudio de numerosas investigaciones. 
 
 
1.1. Topología del DNA 
 
 Según la Real Academia Española, la topología es una rama de las Matemáticas 
que trata especialmente de la continuidad y de otros conceptos más generales originados 
de ella, como las propiedades de las figuras con independencia de su tamaño o forma. 
Dicho de otro modo, la topología estudia las propiedades de un cuerpo que no varían 
cuando éste se deforma.  
 
 El descubrimiento de la estructura en doble hélice del DNA llevó a preguntar cómo 
se produce la separación de las dos hebras entrelazadas durante la replicación de la 
molécula y cómo se resuelven los problemas topológicos derivados de ella (Cairns, 1963; 
Worcel and Burgi, 1972). En 1965, Vinograd y colaboradores fueron pioneros en 
determinar las distintas formas topológicas que puede adoptar el DNA (Vinograd et al., 
1965). Observaron al microscopio electrónico que el DNA del virus del polioma podía 
encontrarse tanto en forma lineal como circular. Las moléculas circulares, además, podían 
presentar distinto grado de complejidad, desde moléculas relajadas hasta enrolladas sobre 
sí mismas. A cada una de estas isoformas se les denominó topoisómeros, que se definen 
como las diferentes conformaciones espaciales que pueden adoptar las moléculas de DNA 
circulares covalentemente cerradas (CCCs) de igual masa. Posteriormente, esta 
observación fue ampliada a todas las moléculas de DNA circulares de cadena doble 
(Cozzarelli, 1980). El hallazgo de que en todos los seres vivos el DNA está superenrollado 
junto con el descubrimiento de las enzimas encargadas de modular su topología in vivo 
(Wang, 1971), sentaron las bases de una nueva disciplina a medio camino entre las 





 La necesidad del estudio a nivel topológico del DNA viene avalada por el hecho de 
que los cambios en su topología son esenciales en la mayoría de los procesos celulares 
(replicación, transcripción, segregación, etc.).  
 
 
1.2. Propiedades topológicas del DNA  
 
 Se han descrito dos conformaciones para el DNA superenrollado (Figura 1A): la 
plectonémica, característica del DNA de procariotas, y la toroidal, típica de eucariotas. El 
superenrollamiento plectonémico es un tipo de conformación en la que la doble hélice del 
DNA se enrolla alrededor de otra parte de la misma molécula formando una hélice de 
orden superior (Bates and Maxwell, 2005). Por el contrario, en el superenrollamiento 
toroidal la doble hélice del DNA se enrolla alrededor de un torus o aro imaginario 
formando una hélice de orden superior (Bates and Maxwell, 2005). Este último es el que 
presenta el DNA de los organismos eucariotas, enrollado alrededor de los nucleosomas, 
que favorece la condensación del DNA necesaria para su empaquetamiento dentro del 
núcleo (Boles et al., 1990).  
 
 El parámetro que mejor define la topología de una molécula circular 
covalentemente cerrada (CCC) es el índice de ligamiento (Lk). Este parámetro mide el 
número de veces que una cadena de la doble hélice cruza a la otra en un plano (Bates and 
Maxwell, 1997; Kornberg and Lorch, 1992) o dicho de otra manera, es la medida del 
enrollamiento de la doble hélice sobre sí misma (Lewin, 2000). El Lk es una constante 
invariable y corresponde siempre a un número entero. Si se considera la estructura 
tridimensional de la molécula de DNA, se define el Lk en base a dos parámetros 
geométricos: el índice de torsión (Tw del inglés Twist) y el índice de superenrollamiento 
(Wr del inglés Writhe).  
 
 El Tw indica el número de veces que cada una de las cadenas de polinucleótidos 
gira en el espacio alrededor del eje axial de la doble hélice. Para el caso de moléculas de 
DNA-B relajadas, su valor viene dado por la siguiente ecuación: 
  





 Siendo N el número de pb de la molécula de DNA y 10,5 el número de pb por una 
vuelta completa de cada una de las dos cadenas de polinucleótidos de la doble hélice.  
 
 El Wr es una medida de la torsión del eje axial de la doble hélice sobre sí mismo: 
mide el número de veces que el eje de la doble hélice se cruza sobre sí mismo en un plano 
bidimensional (Bates and Maxwell, 1997; Kornberg and Baker, 1992; Lewin, 2000). Por 
convenio, el Wr es negativo (-) en el caso de las superhélices dextrógiras y positivo (+) en 
el de las levógiras (Bates and Maxwell, 1997; Schvartzman and Stasiak, 2004). En casi 
todos los seres vivos, las moléculas presentan un Wr (-), aunque existen excepciones como 
es el caso de las bacterias termófilas del género Archaea, cuyo DNA presenta un Wr (+) 
que se incrementa con el aumento de la temperatura (Mirambeau et al., 1984). 
 
 Lk, Tw y Wr están relacionados según la siguiente ecuación: 
   
Lk = Tw + Wr   (2) 
 
 Esta ecuación indica que en todo dominio topológico cerrado el Tw está 
directamente relacionado con el Wr y ambas variables se compensan entre sí, dando como 
resultado el valor de Lk, que se mantiene constante. El Lk es una propiedad exclusiva de 
los dominios topológicos cerrados. Si uno de los extremos (o los dos) de la doble hélice 
está libre, una o las dos cadenas de la misma pueden girar la una sobre la otra, liberando 
dicha tensión por los extremos (Bauer et al., 1980). De este modo, el superenrollamiento 
sólo tiene lugar en moléculas CCC o en moléculas lineales fijadas a membranas u otros 
elementos proteicos, de manera que una región, aunque lineal, se comporta como un 
dominio topológicamente cerrado. Las moléculas CCCs son típicas del genoma de 
bacterias, plásmidos, mitocondrias, cloroplastos y diversos virus. En cambio, el DNA de 
los cromosomas de eucariotas es lineal y está organizado en bucles o lazos cuya base está 
unida covalentemente a un esqueleto proteico por lo que constituyen dominios topológicos 
cerrados equivalentes a las CCCs (Giaever and Wang, 1988; Marsden and Laemmli, 1979; 
Schiessel et al., 2001). 
 
 Otra manera de expresar los cambios del Lk de una molécula determinada es 





de una molécula relajada, en la que el Wr sea igual a 0, el Lk es determinado sólo por el 
Tw. Cualquier cambio del grado de superenrollamiento referido al Lk de una molécula 
relajada (Lk0) se representa mediante la ecuación:  
  
ΔLK = Lk – Lk0   (3) 
 
 El Lk puede modificarse si se producen roturas en el DNA (Wang, 1996). Éstas 
pueden ser de cadena sencilla o de cadena doble y, en cualquier caso, dan como resultado 
la eliminación del superenrollamiento debido a que la rotura permite a la hebra implicada 
girar libremente sobre la otra disipando la tensión (Figura 1B). En todo dominio 
topológico cerrado in vivo los procesos de transcripción, replicación y recombinación 
alteran el Tw y el Wr pero no el Lk. Para alterar el Lk in vivo las células disponen de unas 




Figura 1. Esquema representativo de las distintas formas que puede adoptar una molécula de DNA. 
A: Forma superenrollada con una conformación plectonémica (a la izquierda) y toroidal (a la derecha). 
B: Forma relajada (OC). La flecha gris indica una rotura de cadena sencilla en la doble hélice. 
 
 
1.3. DNA topoisomerasas 
 
 Las topoisomerasas son las enzimas encargadas de modificar la topología del DNA 
in vivo, ayudando a solucionar los problemas topológicos que surgen durante la 
replicación, transcripción, reparación, recombinación y segregación del DNA. Durante 





crea una tensión que debe ser eliminada para poder continuar con la separación. Para 
eliminar dicho exceso de torsión (tensión torsional) se produce una rotura transitoria en el 
DNA acompañada de la formación de un enlace fosfodiéster entre un residuo activo de 
tirosina presente en la enzima y un grupo fosfato en uno de los extremos de la cadena de 
DNA interrumpida. La topología de la molécula de DNA puede ser modificada durante el 
tiempo que se mantenga ese enlace. Finalmente, el enlace se rompe y la enzima vuelve a 
unir los extremos rotos del DNA. Así pues, debido al papel crucial que desempeñan para 
la supervivencia celular, las topoisomerasas del DNA son dianas de numerosas drogas 
citotóxicas (Drlica and Malik, 2003; Froelich-Ammon and Osheroff, 1995; Hande, 1998; 
Kathiravan et al., 2013; Pommier et al., 1998). En base a su mecanismo de acción las 
topoisomerasas se clasifican en dos grandes grupos: tipo I y tipo II, según corten una o 
ambas hebras de la doble hélice del DNA, respectivamente. 
 
 
1.3.1. DNA topoisomerasas de tipo I 
 
 Las topoisomerasas de tipo I cortan una cadena de la doble hélice y la hacen rotar 
una vuelta completa sobre la hebra intacta para, finalmente, volver a unir los extremos 
cortados cambiando el Lk en valores de +/- 1 (Brown and Cozzarelli, 1981). 
 
 Las topoisomerasas de tipo I bacterianas sólo son capaces de relajar el 
superenrollamiento (-). Escherichia coli (E. coli) posee dos topoisomerasas de tipo I: la 
Topoisomerasa I (Topo I) (Wang, 1971) y la Topoisomerasa III (Topo III) (Dean et al., 
1983). Deleciones en la Topo I causan un incremento de superenrollamiento (-), que sólo 
es tolerado en presencia de mutaciones compensatorias en la DNA girasa que, su vez, 
reducen el nivel de superenrollamiento (DiNardo et al., 1982). Además, la Topo I relaja el 
superenrollamiento (-) generado por detrás de la horquilla durante la transcripción (Liu 
and Wang, 1987). En cuanto a la Topo III, su papel biológico aún no está del todo 
definido. Sin embargo, interaccionando con la helicasa RecQ es capaz de encadenar y 
desencadenar in vitro el DNA (Harmon et al., 2003; Harmon et al., 1999; Hiasa et al., 
1994; Nurse et al., 2003) y está implicada en procesos de recombinación y reparación 






 Las topoisomerasas de tipo I de las células eucariotas, en cambio, son capaces de 
relajar tanto el superenrollamiento (-) como el (+). En Saccharomyces cerevisiae (S. 
cerevisiae) se conocen dos topoisomerasas de este tipo: la Topo I (Goto and Wang, 1985), 
que realiza un papel fundamental durante la transcripción, y la Topo 3 (Kim and Wang, 
1992), que está implicada en el desencadenamiento in vitro del DNA junto con la helicasa 
Sgs1 (Cejka et al., 2012; Harmon et al., 1999), actúa en el mantenimiento de la estabilidad 
genómica y está implicada en la resolución de intermediarios de replicación (RIs) durante 
la reparación del DNA (Goodwin et al., 1999; Maftahi et al., 1999; Wallis et al., 1989).  
 
 
1.3.2. DNA topoisomerasas de tipo II 
 
 Las topoisomerasas de tipo II cortan ambas cadenas de la doble hélice del DNA y 
transportan otra doble hélice intacta por el hueco formado en la ruptura para, finalmente, 
volver a unir los extremos cortados (Champoux, 2001; Nitiss, 1998; Wang, 1996, 1998) 
modificando el Lk en valores de +/- 2 (Brown and Cozzarelli, 1979; Mizuuchi et al., 1978; 
Roca and Wang, 1994). Todas las enzimas de este tipo son dependientes de ATP (Huang, 
1994). 
 
 En E. coli existen dos topoisomerasas de tipo II: la DNA girasa (Gellert et al., 
1976) y la Topoisomerasa IV (Topo IV) (Kato et al., 1990; Kato et al., 1988). La DNA 
girasa fue la primera topoisomerasa de tipo II descrita y es la única conocida capaz de 
introducir superenrollamiento (-) en el DNA in vivo empleando la energía de la hidrólisis 
del ATP (Gellert et al., 1976). Se trata de un heterotetrámero compuesto por dos 
subunidades GyrA y dos subunidades GyrB (Klevan and Wang, 1980). Las subunidades 
GyrA están implicadas en la unión al DNA (Wang, 1998) y en la introducción de roturas 
transitorias en la doble hélice, mientras que la subunidades GyrB son las responsables de 
la actividad ATPasa. Esta enzima mantiene la densidad de superenrollamiento (-) 
necesaria para la iniciación de la replicación y la transcripción del DNA. Además, 
participa en la fase de elongación de la replicación y de la transcripción, contribuyendo a 
la eliminación del superenrollamiento (+) que se genera por delante de las horquillas 
debido a la acción de las helicasas. De este modo, la DNA girasa elimina el estrés 





la Topo IV bacteriana (Kato et al., 1990) es también un heterotetrámero cuyas 
subunidades ParC y ParE son homólogas de GyrA y GyrB, respectivamente (Peng and 
Marians, 1993). In vivo, la Topo IV está especializada en eliminar el encadenamiento que 
surge entre las cromátidas hermanas durante y después de la replicación del DNA (Adams 
et al., 1992; Deibler et al., 2001; Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 
1997). 
 
 Las topoisomerasas de tipo II de eucariotas son capaces de relajar tanto el 
superenrollamiento (-) como el (+), pero son incapaces de introducir superenrollamiento  
(-). La única topoisomerasa de tipo II conocida en S. cerevisiae es la llamada Topo 2 y 




1.4. Topología de los RIs de plásmidos bacterianos 
 
 Como aparece en la parte izquierda de la Figura 1A, tanto in vivo como in vitro los 
plásmidos bacterianos están negativamente superenrollados y sus cruces intramoleculares 
son dextrógiros (Bednar et al., 1994; Bliska and Cozzarelli, 1987). Esta configuración 
facilita la separación de las cadenas parentales que serán usadas como molde por las DNA 
polimerasas durante la replicación (Crisona et al., 2000; Funnell et al., 1987; Marians et 
al., 1986). A su vez, un complejo multiproteico, el replisoma, realiza la elongación. Por 
delante del replisoma se encuentra la DNA helicasa, una proteína hexamérica responsable 
de la apertura de la doble hélice parental (Schvartzman and Stasiak, 2004). Dicha apertura 
genera una tensión topológica que da lugar a un superenrollamiento (+) por delante de la 
horquilla de replicación (Alexandrov et al., 1999; Peter et al., 1998). Si este 
superenrollamiento (+) persiste y se acumula, impediría, eventualmente, el avance de la 
horquilla de replicación puesto que el superenrollamiento (+) dificulta la separación de las 
dos cadenas de la doble hélice. En bacterias, la DNA girasa y la Topo IV actúan juntas por 
delante de la horquilla para mantener la región no replicada del DNA negativamente 
superenrollada y deberían ser suficientes para que la replicación se complete (Sundin and 
Varshavsky, 1980). La DNA girasa introduce superenrollamiento (-) por delante de la 





que genera el avance de la horquilla (Cozzarelli, 1980; Levine et al., 1998; Marians, 
1992). Sin embargo, estas acciones no son suficientes para compensar ese 
superenrollamiento (+) debido a que la procesividad de la DNA helicasa es mayor y el 
avance de la horquilla de replicación es más rápido que la DNA girasa introduciendo 
superenrollamiento (-) (Peter et al., 1998). En los estadios tempranos de la replicación, 
cuando la región no replicada es suficientemente grande, serían varias las DNA girasas 
que se unirían a esa región y su funcionamiento en serie podría conseguir la introducción 
de un nivel suficiente de superenrollamiento (-). Sin embargo, a medida que la replicación 
progresa, la región no replicada va disminuyendo, de manera que cada vez es menor el 
espacio en el que podría actuar la DNA girasa (Champoux and Been, 1980). Este déficit 
de DNA girasa podría conducir a la eliminación de todo el superenrollamiento (-) y a una 
eventual acumulación de superenrollamiento (+) por delante de la horquilla en las etapas 
tardías de la replicación. Para resolver esta aparente paradoja, Champoux y Been 
sugirieron que el superenrollamiento (+) que se acumula transitoriamente por delante de 
las horquillas de replicación de los RIs haría girar a las horquillas, difundiéndose este 
superenrollamiento (+) de la región no replicada a la ya replicada (Champoux and Been, 
1980). Los cruces de las cromátidas hermanas en la región ya replicada se denominan pre-
encadenados para distinguirlos de los cruces de superenrollamiento de la región no 
replicada (Peter et al., 1998). El nombre alude al hecho de que si esos pre-encadenados no 
son eliminados dan lugar a moléculas encadenadas al finalizar la replicación. En la región 
ya replicada actuaría la otra topoisomerasa de tipo II presente en bacterias, la Topo IV, la 
principal desencadenasa, ayudando a la DNA girasa a compensar el superenrollamiento 
(+) (Alexandrov et al., 1999; Peter et al., 1998; Ullsperger et al., 1995). La formación de 
pre-encadenados in vivo, no obstante, sigue siendo un tema controvertido. Algunos 
estudios sostienen su formación (Hiasa et al., 1994; Postow et al., 1999; Sogo et al., 1999) 
aunque otros afirman que si el replisoma está anclado a la membrana bacteriana, las 
horquillas no serían capaces de girar (Levine et al., 1998). En este sentido, varias 
moléculas de DNA girasa y Topo IV podrían unirse a la vez a la región no replicada de los 
RIs y su funcionamiento en serie podría compensar el superenrollamiento (+) para que la 
horquilla pudiera seguir avanzando. Pero cuando quedan unas 200 pb por replicar ya no 
habría sitio físico en la región no replicada para que estas enzimas pudieran unirse y 
actuar, por lo que la horquilla no podría avanzar más. Esta última región se replicaría 





dextrógiros (Sundin and Varshavsky, 1980). En cualquier caso, si el encadenamiento entre 
dos moléculas de DNA es dextrógiro, como se asume generalmente (Adams et al., 1992), 
no constituye un sustrato adecuado para la Topo IV, ya que esta enzima actúa 
preferentemente sobre cruces levógiros (Crisona et al., 2000; Charvin et al., 2003). Esta 
nueva paradoja, conocida como la “Paradoja de la Topo IV”, sigue sin tener aún una 
solución aceptada de forma unánime. 
  
 Hay que tener en cuenta que el DNA examinado in vitro no necesariamente refleja 
su situación in vivo. En el proceso de aislamiento del DNA se eliminan todas las proteínas, 
por lo que las horquillas pueden girar libremente in vitro. Esta rotación permite la difusión 
de la tensión de la región no replicada a la ya replicada (y viceversa), hasta conseguir un 
equilibrio termonidámico (Ullsperger et al., 1995). En la Figura 2 se muestra un RI 
covalentemente cerrado (CCRI) en el que, al aislarse, parte del superenrollamiento (-) de 
la región no replicada migra a la ya replicada originando pre-encadenados. Esta 
redistribución ocurre de tal forma que los cruces dextrógiros de la región no replicada 




Figura 2. Esquema de un CCRI. A: CCRI cuya región no replicada presenta superenrollamiento (-) con 
cruces dextrógiros. La flecha roja indica la libertad de giro de las hebras nacientes en torno a su 
correspondiente hebra parental. B: CCRI tras la desproteinización. La flecha azul hace referencia al giro de 
las horquillas de replicación in vitro, con el consiguiente paso del superenrollamiento de la región no 
replicada a la ya replicada en forma de pre-encadenamiento con cruces levógiros. En la región no replicada, 
las dos cadenas parentales se representan en azul y verde; en la región replicada las hebras nacientes se 





1.5. Organización y estructura del DNA en levaduras 
 
 En bacterias, los cromosomas son circulares y el DNA está organizado en 
dominios topológicos independientes que presentan diferentes niveles de 
superenrollamiento (Delius and Worcel, 1974; Postow et al., 2004; Sinden and Pettijohn, 
1981). Por el contrario, en las células eucariotas, los cromosomas son lineales y el DNA 
está plegado en fibras de cromatina complejas. En estos casos es difícil la identificación de 
dominios topológicos cerrados y es, en la actualidad, un tema aún por resolver (Eissenberg 
et al., 1985; Esposito and Sinden, 1988; Freeman and Garrard, 1992). La replicación y la 
transcripción unidos a la actividad de las diferentes topoisomerasas son los principales 
factores conocidos involucrados en los cambios topológicos en células eucariotas (Brill 
and Sternglanz, 1988; Liu and Wang, 1987). 
  
 A diferencia de las células procariotas, en eucariotas es el enrollamiento del DNA 
alrededor de las histonas lo que provoca el superenrollamiento (+). Las topoisomerasas I y 
II de eucariotas son capaces de eliminar la acumulación de superenrollamiento generado 
por delante de la horquilla (Kim and Wang, 1992). Además, la asociación casi inmediata 
de los nucleosomas a las dos cromátidas hermanas detrás de la horquilla permite el 
correcto avance de las horquillas (Lucchini et al., 2001).  
 
 En S. cerevisiae, la Topo I relaja el superenrollamiento (+) y (-) generado por 
delante y por detrás, respectivamente, de la horquilla de replicación (Giaever et al., 1988; 
Kim and Wang, 1989; Liu and Wang, 1987). Se ha comprobado que los mutantes nulos 
para la Topo I son viables (Goto and Wang, 1985) y la Topo 2 es esencial para la 
viabilidad celular y separación de las cromátidas hermanas (DiNardo et al., 1984). 
 
 Durante la transcripción, el superenrollamiento (+) aumenta por delante del avance 
de la polimerasa y origina superenrollamiento (-) detrás de ella. Roca y colaboradores 
indujeron la acumulación de superenrollamiento (+) en el DNA de S. cerevisiae y 
mediante el análisis de microarrays, examinaron cómo las alteraciones en la transcripción 
se propagaban a través de los cromosomas. Observaron que, mientras la mayoría de los 
genes reducían los niveles de transcripción, los que estaban situados a menos de 100 kb 





Estos resultados señalan que el superenrollamiento se disipa al final de los cromosomas, lo 
que indica que las extremidades de los cromosomas son zonas topológicamente abiertas.  
  
 
1.5.1. Cromosomas artificiales de levadura (YACs) 
 
 En 1983, Murray y Szostak construyeron el primer YAC (de Yeast Artificial 
Chromosome) (Murray and Szostak, 1983). Los YACs son vectores que contienen los 
elementos mínimos de un cromosoma normal requeridos para su replicación y 
mantenimiento en células de levadura. Contienen un origen de replicación, un centrómero 
y secuencias teloméricas. Poseen además un origen de replicación bacteriano y un gen de 
resistencia a antibióticos para facilitar su amplificación en E. coli así como marcadores de 
selección de levaduras para el crecimiento por auxotrofía. 
 
  
1.6. Encadenamiento del DNA 
           
 En el marco de la topología del DNA, el término encadenado alude a la unión 
topológica de dos o más moléculas circulares de DNA entrelazadas entre sí un número 
variable de veces. Vinograd y colaboradores observaron, mediante microscopía 
electrónica, moléculas encadenadas de DNA en mitocondrias de células humanas (Clayton 
and Vinograd, 1967; Hudson and Vinograd, 1967). Posteriormente, los encadenados se 
confirmaron como productos o como intermediarios en procesos de recombinación 
(Mizuuchi et al., 1980) y se estudió su formación y resolución in vitro (Kreuzer y 
Cozzarelli, 1980). Lo más común es que los encadenados aparezcan como intermediarios 
o como producto final de la replicación de moléculas de DNA circulares; de hecho, la 
formación de encadenados es una de las consecuencias topológicas de su replicación. 
Tanto en procariotas como en eucariotas el superenrollamiento contribuye a la resolución 
del encadenamiento que tiene lugar durante la replicación. Así, mientras que en bacterias 
es fundamental el superenrollamiento (-) introducido por la DNA girasa (Martinez-Robles 
et al., 2009; Vologodskii, 2010) en eucariotas es necesario el superenrollamiento (+) 
inducido por la formación de los husos mitóticos y la presencia de la condensina Smc2 





 La acumulación de encadenados que se observa al inhibir las topoisomerasas de 
tipo II pone en evidencia que éstas son las encargadas de eliminar el encadenamiento en el 
DNA (Adams et al., 1992; Hiasa and Marians, 1996; Levine et al., 1998; Lucas et al., 
2001; Peng and Marians, 1993). La desencadenasa in vivo en E. coli es la Topo IV 
(Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 1997), mientras que en S. cerevisiae 
es la Topo 2 (DiNardo et al., 1984; Holm et al., 1985).  
 
 Las moléculas de DNA encadenadas se clasifican en base a la naturaleza de las 
moléculas encadenadas (Figura 3). Existen tres tipos de encadenados: de tipo A o CatA, 
en los que las dos moléculas de DNA circular poseen una rotura de cadena sencilla y, por 
tanto, están relajadas (ambas son OCs); CatB en donde sólo una de las dos moléculas está 
relajada (OC), mientras que la otra está covalentemente cerrada (CCC) y puede albergar 
superenrollamiento; y CatC, en los que ambas moléculas encadenadas están 
covalentemente cerradas (CCC), con superenrollamiento. Hay dos parámetros topológicos 
para definir los encadenados: el parámetro n definido como el número de cruces que 
presentan las moléculas encadenadas al proyectarlas en un plano bidimensional; y el 




Figura 3. Tipos de encadenados de DNA. A: Encadenados tipo A (CatAs), formados por dos moléculas 
relajadas u OCs, con un encadenamiento (a la izquierda) y con dos encadenamientos (a la derecha). B: 
Encadenados tipo B (CatBs), formados por una molécula relajada (OC) y una superenrollada (CCC) con un 
encadenamiento. C: Encadenados tipo C (CatCs) formado por dos moléculas superenrolladas (CCC) con un 





1.7. Anudamiento del DNA 
 
 El anudamiento es otra de las propiedades topológicas del DNA (Bauer et al., 
1980). Los nudos en el DNA pueden surgir de cualquier proceso que implique roturas en 
la doble hélice del DNA (replicación, transcripción, recombinación y reparación) y, de no 
ser eliminados, sus efectos resultan devastadores para la célula (Deibler et al., 2007; 
Deibler et al., 2001; Olavarrieta et al., 2002a; Portugal and Rodriguez-Campos, 1996).  
 
 Existen varios sistemas de clasificación y nomenclatura de nudos (White et al., 
1987). El tipo de nudo más simple es el nudo de 3 cruces, llamado nudo en forma de hoja 
de trébol. En el análisis por electroforesis bidimensional el superenrollamiento enmascara 
las moléculas anudadas. Por ello, para visualizar nudos en una electroforesis es necesario 
producir roturas de cadena sencilla para eliminar el superenrollamiento. A su vez, la 
movilidad electroforética de las moléculas anudadas depende del tipo de nudo y del 
número de cruces del mismo (Stasiak et al., 1996). 
 
 En 1976 James Wang y colaboradores fueron los primeros en observar nudos en 
moléculas de DNA circular de cadena sencilla del bacteriófago fd tratadas con una 
proteína de E.coli entonces llamada ω y que resultó ser la Topo I (Liu et al., 1976). Esta 
topoisomerasa crea nudos en DNA de doble cadena, siempre y cuando éste tenga una 
pequeña región de cadena sencilla (Brown and Cozzarelli, 1981; Dean and Cozzarelli, 
1985; Dean et al., 1985). Varios autores demostraron, con estudios in vitro, la formación 
de nudos en DNA de doble cadena por enzimas implicadas en procesos de recombinación, 
como la resolvasa Tn3 (Wasserman and Cozzarelli, 1985; Wasserman et al., 1985) y la 
integrasa Int del bacteriófago λ (Spengler et al., 1985).  
 
 En cuanto al anudamiento in vivo, la información sigue siendo escasa. Por un lado, 
se han observado nudos en el DNA de cadena doble de la cápside de algunos 
bacteriófagos (Liu et al., 1981a; Liu et al., 1981b). Por otro lado, se han observado RIs de 
plásmidos bacterianos anudados con horquillas de replicación detenidas. (Olavarrieta et 
al., 2002a; Olavarrieta et al., 2002c; Santamaria et al., 2000a; Santamaria et al., 2000b; 
Sogo et al., 1999; Viguera et al., 1996). La enzima responsable de anudar y desanudar en 





1.8. Métodos de análisis de moléculas de DNA con distintas formas topológicas 
 
 Uno de los primeros métodos para el análisis de moléculas de DNA con distintas 
formas topológicas fue la centrifugación en gradientes de densidad (Vinograd et al., 1965). 
Este método fue sustituido por la electroforesis en geles de agarosa por tratarse de una 
técnica más versátil que permite diferenciar moléculas superenrolladas, así como 
encadenadas y/o anudadas con distinto número de cruces (Shishido et al., 1989; Shishido 
et al., 1987; Stasiak et al., 1996; Sundin and Varshavsky, 1980, 1981; Vologodskii et al., 
1998). Para el estudio de moléculas individuales, las dos técnicas más usadas son la 
microscopía electrónica y la microscopía de fuerza atómica. En ambos casos, es 
importante engrosar el DNA con la proteína RecA para identificar las posiciones relativas 
de las moléculas en los cruces y determinar sus signos (Di Capua et al., 1982; Krasnow et 
al., 1983; Lopez et al., 2012; Sogo et al., 1999; Stasiak and Di Capua, 1982; Stasiak et al., 
1981; Yamaguchi et al., 2000). 
 




1.8.1. Electroforesis bidimensional en geles de agarosa 
 
 La electroforesis bidimensional en geles de agarosa fue utilizada originalmente 
para separar intermediarios de recombinación (RcIs) ramificados de moléculas lineales 
(Bell and Byers, 1983) y posteriormente fue adaptada para analizar RIs lineales (Brewer 
and Fangman, 1987). La electroforesis bidimensional en geles de agarosa es una de las 
herramientas más frecuentemente empleada en el mapeo de orígenes de replicación (Bach 
et al., 2003; Brewer and Fangman, 1987; Friedman and Brewer, 1995; Gahn and 
Schildkraut, 1989; Martin-Parras et al., 1991; Schvartzman et al., 1990; Vaughn et al., 
1990; Villwock and Aparicio, 2014), términos (Santamaria et al., 2000a; Santamaria et al., 
2000b; Zhu et al., 1992) y barreras para el progreso de las horquillas (Brewer and 
Fangman, 1988; Hernandez et al., 1993; Linskens and Huberman, 1988; Little et al., 1993; 
Wiesendanger et al., 1994). Además, permite resolver las distintas formas topológicas que 





al., 1990) y es la herramienta idónea para la identificación de moléculas de DNA lineales 
con una burbuja interna anudada (Santamaria et al., 2000b; Sogo et al., 1999; Viguera et 
al., 1996). La posibilidad de añadir un agente intercalante durante la primera y/o la 
segunda dimensión aumenta aún más su poder de resolución (Martin-Parras et al., 1998).  
  
 Esta técnica, que se realiza en dos etapas, se basa en que la movilidad 
electroforética de una molécula de DNA en un gel de agarosa depende no sólo del tamaño 
del fragmento analizado sino también de su forma, de la concentración de agarosa presente 
en el gel y de la fuerza del campo eléctrico al que se somete la molécula. La primera 
dimensión transcurre en condiciones de bajo voltaje y bajo porcentaje de agarosa en el gel 
separándose las moléculas, fundamentalmente, en función de su masa. La segunda 
dimensión transcurre en condiciones de alto voltaje y alto porcentaje de agarosa 
separándose las moléculas, principalmente, en función de su forma. De este modo, es 
posible analizar mezclas de poblaciones de moléculas con distintas masas y formas. 
 
 
1.8.1.1 Análisis de moléculas de DNA intactas 
 
 Las moléculas circulares de DNA adoptan distintas conformaciones in vivo. Se han 
caracterizado monómeros, multímeros y diferentes tipos de encadenamientos y 
anudamientos por distintos métodos (Dean et al., 1985; Shishido et al., 1989; Shishido et 
al., 1987; Sundin and Varshavsky, 1980, 1981). La electroforesis bidimensional permite el 
análisis e identificación simultánea de los topoisómeros de todas estas poblaciones (Lucas 
et al., 2001; Martin-Parras et al., 1998).  
  
 En una electroforesis bidimensional, las moléculas intactas de DNA generan los 
patrones que se representan en la Figura 4A. La señal que aparece en la parte inferior 
derecha corresponde a las formas superenrolladas de los monómeros que no están 
replicando en el momento en el que se detiene el cultivo, los CCCms (Martin-Parras et al., 
1998; Schvartzman et al., 1990). Cuando estas moléculas sufren roturas de cadena sencilla 
durante la extracción del DNA dan lugar a moléculas monoméricas relajadas, los OCms. 
Entre ambas señales los distintos topoisómeros de monómeros con distinto grado de 





multiméricas, partiendo de la señal de OCms se aprecia un segundo arco correspondiente a 
moléculas diméricas superenrolladas (Scds, en color azul) que presenta menor movilidad 
electroforética que el arco de Scms tanto en primera como en segunda dimensión. Si el 
material de DNA se trata con una endonucleasa de restricción de cadena sencilla, se 
revelan las moléculas anudadas: los monómeros anudados (Knms en color naranja) y los 
dímeros anudados (Knds en color magenta). Las tres poblaciones de moléculas 
monoméricas encadenadas (CatAs, CatBs y CatCs, en verde) dan lugar a tres arcos 
alrededor de los OCms. 
 
 
1.8.1.2 Análisis de moléculas de DNA digeridas 
 
 La electroforesis bidimensional también se utiliza para separar los RIs y el resto de 
moléculas de DNA ramificadas de las moléculas no replicadas. Añadiendo un agente 
intercalante, generalmente bromuro de etidio (EthBr), durante la segunda dimensión las 
moléculas de DNA pierden elasticidad y se vuelven más rígidas potenciando la influencia 
de su estructura tridimensional. En estas condiciones, las moléculas ramificadas tienen 
menor movilidad que las moléculas lineales de igual masa. 
 
 En una electroforesis bidimensional, las moléculas de DNA digeridas dan lugar a 
los patrones básicos que se muestran en la Figura 4B. Si el fragmento analizado no 
contiene un origen de replicación y, por tanto, es replicado por una horquilla que entra por 
un extremo, recorre el fragmento y sale por el otro extremo, adquiere la forma de Y. El 
patrón que generan el conjunto de fragmentos replicados de esta forma se denomina arco 
de Y simples (Figura 4B, en color verde). En la Figura 4B la señal 1,0x corresponde al 
fragmento de DNA lineal no replicado. El arco de Y simples parte de este punto y termina 
en el 2,0x, correspondiente a las moléculas completamente replicadas, situado también 
sobre el arco de lineales y cuya masa es el doble de la del fragmento no replicado. El 
punto de inflexión del arco de Y simple indica el sitio donde migran las moléculas que han 
sido replicadas al 50%, es decir 1,5 veces (1,5x) de su masa. Estas moléculas son las más 
complejas, con tres brazos iguales en longitud, por lo que su movilidad en segunda 






 Cuando el fragmento en estudio es replicado por dos horquillas que entran a la vez 
por los extremos y progresan a la misma velocidad y en direcciones opuestas, el encuentro 
de las mismas se produce en el centro del fragmento, obteniéndose la forma de una X. El 
patrón que se observa en las inmunodetecciones se denomina arco de Y dobles (Figura 4B, 
en color morado). Este patrón describe una línea recta inclinada que parte de la señal 1,0x 
y termina sobre el arco de recombinantes (cuyas características se describen más 
adelante).  
 
 Cuando el fragmento en estudio contiene un origen de replicación bidireccional 
que se encuentra situado en el centro del fragmento, el movimiento de las horquillas hacia 
ambos lados genera RIs con una burbuja interna cuyo tamaño aumenta a medida que el 
fragmento es replicado. El patrón que se observa en la inmunodetección es un arco de 
burbujas (Figura 4B, en color rojo), el cual tiene un origen en el 1,0x y nunca regresa al 
arco de lineales, con una inflexión característica hacia el final de la curva. Esto se debe a 
que cuando la masa de los RIs con una burbuja interna se aproxima al 2,0x su estructura se 
hace menos compleja lo que provoca un ligero aumento de su movilidad electroforética. 
En el caso de que el origen de replicación no se encuentre en el centro, el patrón esperado 
es mixto, burbuja e Y simples, y variará en función de la posición en la que se localice el 
origen.  
 
 Como ya se mencionó al principio del presente apartado, mediante geles 
bidimensionales podemos analizar, además de los RIs, las señales correspondientes a los 
RcIs. La señal correspondiente al arco de recombinantes (Figura 4B, en color azul) se 
observa como una línea recta ligeramente inclinada que parte de la señal del 2,0x situada 
sobre el arco de lineales. Está constituida por moléculas con una masa 2,0x que presentan 
distinta movilidad electroforética durante la segunda dimensión en función del sitio donde 
se haya producido la recombinación. El RcI que presenta menor movilidad (el más 
complejo) es aquel en el que la recombinación se ha producido en el centro de los dos 
fragmentos recombinantes. Esta molécula está formada por cuatro brazos de igual 
longitud. En cambio, el RcI que presenta más movilidad (el más sencillo) es aquél en el 
que la recombinación ha tenido lugar en uno de los extremos de los dos fragmentos (Bell 






 También se pueden detectar barreras para el progreso de las horquillas de 
replicación. La existencia de una barrera de replicación dentro del fragmento analizado 
implica la acumulación de un RI porcentualmente más representado que el resto en la 
población. Como consecuencia, la barrera se detecta como una señal puntual de mayor 




Figura 4. Esquemas de los patrones de hibridación generados por topoisómeros de moléculas 
circulares de DNA intactas (A) y por RIs lineales (B) al analizarlos por electroforesis bidimensional. 
A: En color negro se representan los monómeros superenrollados (Scms) y los lineales de monómeros y 
dímeros (Lms y Lds). En color azul se representan los dímeros superenrollados (Scds). En color verde se 
ilustran las tres poblaciones de moléculas encadenadas (CatAs, CatBs y CatCs). En color naranja se 
muestran los monómeros anudados (Knms) y en color magenta los dímeros anudados (Knds). B: En color 
rojo se muestra el arco de burbujas resultante cuando los fragmentos son replicados a partir de un origen 
bidireccional situado en posición central. En color verde se ilustra el arco de Y simples generado cuando el 
origen de replicación se encuentra fuera del fragmento analizado y éste es replicado por una horquilla que 
recorre el fragmento de un extremo al otro. En azul se representa el arco de Y dobles que tiene lugar cuando 
el fragmento es replicado por dos horquillas que entran simultáneamente por los dos extremos, progresan a 
la misma velocidad y se encuentran en el centro del fragmento. En color morado se representa el arco de 
recombinantes y en negro el arco formado por las moléculas lineales no replicadas de diferentes tamaños. 
 
 
1.9. Algunos problemas no resueltos de la topología del DNA 
 
 La electroforesis bidimensional en geles de agarosa es la única que permite la 





al., 1998). Con esta técnica son distinguibles moléculas superenrolladas, encadenadas y 
anudadas. Para moléculas CCCs los cambios graduales en su movilidad electroforética 
dependen de los cambios en su Lk. Para las moléculas encadenadas tipo CatAs, su 
movilidad es consecuencia de su encadenamiento (Ca). Para las moléculas anudadas, su 
movilidad electroforética depende de los diferentes tipos de nudos que presentan. Todavía 
no se ha profundizado en las condiciones de electroforesis bidimensional idóneas para la 
separación simultánea de estas tres familias de moléculas. 
 
 En procariotas, se producen cambios en el nivel de superenrollamiento como 
consecuencia del avance de la maquinaria de replicación. Que dichos cambios afecten 
tanto a la región no replicada como a la ya replicada depende de si las horquillas pueden 
girar o no in vivo. Este aspecto de la topología sigue actualmente, sujeto a debate. 
 
 En eucariotas, los YACs lineales de pequeño tamaño aparecen como una única 
banda cuando se separan por electroforesis (Szostak and Blackburn, 1982). La causa es 
que no albergan superenrollamiento. Por un lado, se ha demostrado que la tensión 
helicoidal en el DNA puede disiparse a través de los telómeros in vivo indicando que los 
telómeros son estructuras topológicamente abiertas (Joshi et al., 2010). Por otro lado, el 
estrés torsional que se produce durante la replicación es dependiente del tamaño del 
cromosoma (Kegel et al., 2011). Por lo tanto, aunque las topoisomerasas son esenciales 
durante la replicación y transcripción del DNA (Brill and Sternglanz, 1988), es posible 
que los minicromosomas lineales no necesiten topoisomerasas para replicar ni segregar.  
 
 Estos son algunos de los problemas que nos hemos propuesto resolver en la 
presente Tesis Doctoral. Para ello, en el caso de moléculas con complejidad diferente, 
utilizaremos topoisómeros de la misma masa molecular pero que difieren en el tipo de sus 
cruces; presentan superenrollamiento, encadenamiento o anudamiento. Para identificar el 
papel del voltaje y la concentración de agarosa en la movilidad electroforética de estas tres 
familias de topoisómeros variaremos las condiciones de la segunda dimensión de las 
electroforesis. De esta forma, podremos establecer cuáles son las condiciones óptimas para 






 En el caso de procariotas, decidimos estudiar la topología de los RIs utilizando 
plásmidos de replicación autónoma derivados de pBR322 en los que las horquillas se 
detienen en un sitio concreto. En estos plásmidos, la replicación se inicia en el origen 
unidireccional ColE1 y la horquilla se detiene debido a la presencia de una secuencia 
terminadora de la replicación Ter de E. coli, TerE en nuestro caso, en la orientación 
adecuada. La proteína Tus (de Terminator utilization substance) se une a las secuencias 
Ter en forma monomérica y los complejos Ter-Tus actúan como barreras polares para el 
progreso de las horquillas de replicación (Hill, 1992; Kobayashi et al., 1989). Así pues, en 
las células se acumulan plásmidos parcialmente replicados. Además, utilizamos dos 
estirpes de E. coli para crecer y aislar nuestros plásmidos, una de ellas silvestre (DH5αF´) 
y otra que tiene una mutación termosensible para la Topo IV (parE10), de forma que esta 
enzima se inhibe al crecer las bacterias a la temperatura restrictiva. Para conocer las 
propiedades topológicas de los plásmidos e indagar sobre si las horquillas pueden o no 
girar in vivo permitiendo la formación de pre-encadenados conforme avanza la 
replicación, utilizamos la electroforesis bidimensional en geles de agarosa con o sin 
cloroquina (Chl). La Chl es un agente intercalante, una molécula de pequeño tamaño que 
se intercala entre las dos cadenas de la doble hélice del DNA, provocando un 
desenrollamiento parcial de las dos hebras de la molécula en el sitio que se intercala. De 
esta forma, se consigue mejorar la resolución de los topoisómeros de una población con 
alta densidad de superenrollamiento. 
 
 En cuanto a eucariotas, para analizar la replicación y segregación de YACs, 
empleamos como modelo dos minicromosomas derivados de pRS316 en S. cerevisiae: 
uno en forma circular y otro en forma lineal. Los minicromosomas son moléculas 
extracromosómicas de DNA circular de pequeño tamaño que se comportan como el DNA 
cromosómico, tanto a nivel físico (empaquetamiento nucleosomal y unión de cohesinas), 
bioquímico (interacción con proteínas reguladoras) y biológico (procesos metabólicos 
tales como replicación, transcripción, reparación y recombinación). Estas características 
hacen que los minicromosomas se utilicen muy a menudo como modelos para el estudio 
de procesos complejos. Además, empleando una estirpe de S. cerevisiae con un sistema 
degrón inducible por temperatura (Dohmen et al., 1994) podremos analizar las 




















































1. Determinar el papel del voltaje y la concentración de agarosa en la movilidad
electroforética de topoisómeros superenrollados, encadenados y anudados de igual masa. 
2. Optimizar la separación de poblaciones de topoisómeros de DNA que difieren en su
grado de superenrollamiento, encadenamiento y anudamiento. 
3. Identificar posibles diferencias en la topología de los RIs de plásmidos bacterianos de
replicación autónoma con las horquillas detenidas en distintos puntos y aislados de células 
de E. coli con la Topo IV activa (estirpe DH5αF′) e inactiva (estirpe parE10).  
4. Construir cromosomas artificiales de levaduras (YACs) de pequeño tamaño con
estructura circular y lineal. 
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3.1. Material biológico  
 
Las estirpes de E. coli utilizadas fueron: 
 




) supE44 thi-1 - recA1 gyrA96 (Nalr) relA1 
deoR Δ(lacZYA-argF)-U169 80dlacZΔM15. Cedida por el Dr. Santiago Rodríguez de 
Córdoba.  
 
parE10: W3110 F- excepto [parE10 recA-]. Cedida por el Dr. Ian Grainge (Kato 
et al., 1990). 
 
LZ38: F‐λ (P80 red114 xis‐l cl857) zei-723::Tn10 parCK84 , kanR. Cedida por la Dra. 
Lynn Zechiedrich (Zechiedrich et al., 1997). 
 
Para el estudio del papel de la Topo 2 la estirpe de S. cerevisiae utilizada fue la 
Y1818 ó top2-td. Esta estirpe, que proviene de la YST114, está modificada para usarla con 
el degrón inducible por temperatura (Diffley, 2004; Dohmen et al., 1994; Tanaka and 
Diffley, 2002). Estas estirpes fueron cedidas por Jonathan Baxter. El genotipo se detalla a 
continuación: 
 
W303-1a: MATa ade2-1 ura 3-1 his3-11 trp1-1 leu2-3 can1-100 
 
YST114: W303-1a ubr1Δ::GAL1, 10p-Myc-UBR1::HIS3 leu2::pCM244 x3 
             
Y1818 (top2-td): YST114 kanMX-tTA-tetO2-UB-DHFRts-myc-top2 
 
 
3.2. Medios de cultivo 
 
 
3.2.1. Medios y cultivo de E. coli 
 
Los cultivos en medio líquido de las estirpes bacterianas utilizadas se realizaron en 
LB (triptona 1%, extracto de levadura 0,5% y cloruro sódico 1%, pH 7,5) con agitación 




orbital (250 rpm) a 30 ºC en el caso de células parE y a 37 ºC en el caso de células 
DH5αF′ y LZ38. Para la selección de transformantes se utilizó ampicilina a una 
concentración de 75 µg/ml.  
 
La inhibición de la Topo IV en las estirpes parE10 (con mutación termosensible en 
el gen parE) se realizó creciendo el cultivo a la temperatura permisiva (30 ºC) hasta 
alcanzar la fase exponencial e incubándolo después a la temperatura restrictiva (43 ºC) 
durante 1 hora y con agitación orbital (250 rpm).  
 
Para inhibir la DNA girasa y la Topo IV in vivo se crecieron los cultivos hasta que 
alcanzaron la fase exponencial y, a continuación, se añadió norfloxacina a una 
concentración de 15 ó 150 µM y se incubaron durante 15-30 minutos con agitación orbital 
(250 rpm). 
 
La densidad celular en los cultivos se determinó midiendo la densidad óptica en un 
espectrofotómetro a 600 nm (OD600) frente a un blanco que contenía medio LB sin células 
bacterianas. 
 
Los cultivos en medio sólido se realizaron en placa de Petri de 9 cm de diámetro 
con medio LB al que se le añadió agar (Pronadisa) al 2%. Las placas se incubaron 
invertidas en estufa a 30 ºC ó 37 ºC de 16 a 18 horas. 
 
Todas las estirpes bacterianas se conservaron diluidas al 50% en una solución de 
glicerol (glicerol 65%, MgSO4 0,1 M, Tris-HCl 0,025 M, pH 8,0) a -20 ºC y a -80 ºC.  
 
 
3.2.2. Medios y cultivo de S. cerevisiae 
 
Los cultivos en medio líquido se crecieron en agitación orbital (250 rpm) a 25 ºC. 
Para crecer las células sin transformar y para sincronizarlas cuando sí portaban los 
minicromosomas se utizó el medio completo YPAR (extracto de levadura 1%, 
bactopectona 2%, adenina 60 mg/ml, rafinosa 2%, pH 5,6). Para la selección de la 
auxotrofía de las células transformadas con los minicrosomas se usó un medio selectivo 





): bases nitrogenadas de levaduras sin aminoácidos 0,7%, mezcla de 
aminoácidos a excepción de uracilo, rafinosa 2%, pH 4,5.  
 
Los cultivos en medio sólido se realizaron en placas de Petri de 9 cm de diámetro 
con el medio correspondiente al que se le añadió agar (Pronadisa) al 2%. Las placas se 
incubaron invertidas entre 2 y 4 días en una estufa a 25 ºC. 
 
 
3.2.1.1. Sincronización de los cultivos de S. cerevisiae 
 
La sincronización de los cultivos en crecimiento exponencial se llevó a cabo de 
acuerdo al protocolo descrito por Breeden (Breeden, 1997) incluyendo algunas 
modificaciones. 
 
 Las células de la estirpe de S. cerevisiae top2-td son haploides del tipo sexual a y, 
por tanto, con una respuesta normal a la feromona -factor (Trp-His-Trp-Leu-Gln-Leu-
Lys-Pro-Gly-Gln-Pro-Met-Tyr) que provoca una parada en la fase G1 del ciclo celular. En 
las células, esta parada en G1 provoca una morfología de tipo shmoo (células sin gema, 
alargadas y con el núcleo también alargado), detectable por microscopía óptica (Pruyne 
and Bretscher, 2000). 
 
Para la sincronización del cultivo, las células de la estirpe top2-td se crecieron en 
medio selectivo Ura
-
 y rafinosa 2% para mantener la selección del minicrosoma, en 
agitación orbital (250 rpm) a 25 ºC. Seguidamente, las células se diluyeron en medio 
completo YPAR y se dejaron crecer hasta alcanzar la fase exponencial (aproximadamente 
1x10
7
 células/ml). En este punto, las células se detuvieron en fase G1 añadiendo α-factor 
(síntesis en el servicio de Química de proteínas en el Centro de Investigaciones Biológicas 
(CIB-CSIC)) al cultivo a una concentración final de 10 µg/ml. Tras 150-180 minutos de 
incubación, se comprobó en el microscopio óptico que más del 90% de las células 
presentaban morfología shmoo, característica del bloqueo en G1 provocado por α-factor. 
Las células se liberaron del bloqueo con 4 lavados con medio de cultivo completo YPAR 
(centrifugando 2 minutos a 4.000 rpm) y se colocaron en un matraz para su crecimiento. 
Las células se recogieron, aproximadamente 1x10
9
 células/pellet, a los 40 y 80 minutos 




(tomando el tiempo 0 como el momento del primer lavado) añadiendo azida sódica al 
0,1% y centrifugando a 4.000 rpm durante 5 minutos a 4º C. Finalmente, se realizaron dos 
lavados con agua destilada estéril fría centrifugando en las mismas condiciones.  
 
Para la inhibición de la Topo 2 en los cultivos de S. cerevisiae, se comenzó 
creciendo el cultivo de la misma forma que para la sincronización hasta la adición del α-
factor. Después de 100-120 minutos desde que se añadió α-factor se comprobó en el 
microscopio óptico que más del 50% de las células presentaban morfología shmoo. A 
continuación, se añadió galactosa 2% para expresar la ubiquitina ligasa, la cual ubiquitina 
a la Topo 2 fusionada con el degrón. A los 30-45 minutos se confirmó que, al menos, el 
90% de las células presentaban morfología shmoo y se añadió doxiciclina (Sigma) a una 
concentración final de 50 µg/ml para reprimir el promotor del gen Topo 2. A los 30 
minutos, se pasó el cultivo a la temperatura restrictiva de 37 ºC durante 1 hora y media 
para inducir el degrón, de forma que la Topo 2 se ubiquitina y es degradada por el 
proteosoma. Tras ese tiempo, las células se liberaron del bloqueo lavándolas cuatro veces 
con medio de cultivo completo YPAR con galactosa y doxiciclina atemperado a                          
37 ºC (centrifugando 2 minutos a 4.000 rpm). Se recogieron aproximadamente 1x10
9 
células/pellet en el minuto 40 y 80 (tomando el tiempo 0 como el momento del primer 
lavado) añadiendo azida sódica al 0,1% y centrifugando a 4.000 rpm, durante 5 minutos a 
4 ºC. Finalmente, se lavaron los pellets con agua destilada estéril fría centrifugando en las 
mismas condiciones. Además, se recogieron alícuotas de 500 L de cultivo cada 20 
minutos para su posterior análisis mediante citometría de flujo.  
 
 
3.3. Preparación de células de S. cerevisiae para su análisis mediante citometría de 
flujo 
 
Las muestras se recogieron y procesaron siguiendo el protocolo de Labib y 
colaboradores (Labib et al., 1999) con algunas modificaciones. 
 
Se tomaron alícuotas de 10
7
 células, se centrifugaron, se fijaron en 1 ml de etanol 
al 70% y se guardaron a 4 ºC. Posteriormente, 200 µl de las células fijadas se lavaron 2 
veces con tampón citrato sódico 50 mM para su rehidratación. Se resuspendieron en 500 
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µl de tampón citrato sódico 50 mM con RNAsa (Sigma) 200 µg/ml y se incubaron a 37 ºC 
durante 2 horas. Tras este tratamiento, se añadió un volumen de tampón citrato sódico 50 
mM con SYTOX®Green (Molecular Probes) a una concentración de 0,2 µM, quedando 
éste a una concentración final de 0,1 µM. Las muestras se sonicaron durante 15 segundos 
a una potencia del 35% y se analizaron en el servicio de Citometría de flujo del CIB-CSIC 




3.4. Plásmidos y minicromosomas 
 
pBR18 (4383 pb): es un derivado de pBR322 (Bolivar et al., 1977) en donde el 
promotor del gen de resistencia a tetraciclina fue sustituido por la región polylinker de 
pUC18 (Santamaria et al., 2000a). Este plásmido, en su forma monomérica (4383 pb) y 
dimérica (8766 pb), se ilustra en la Figura 5 y fue utilizado para estudiar la movilidad 





Figura 5. Mapas del plásmido pBR18. Sobre los mapas se indica la posición y orientación del origen 
unidireccional de replicación ColE1 (en color verde), y del gen que confiere resistencia a ampicilina (en 
color azul). El sitio de corte de la enzima de restricción de cadena sencilla Nb.BsmI aparece señalado en el 
exterior de los mapas. A: Monómero. B: Dímero. 
 
 




 pBR-TerE@StyI (4385 pb): es un derivado de pBR322-TerE@StyI (Olavarrieta et 
al., 2002a) construido por V. López y M.L. Martínez-Robles (Lopez et al., 2012). 
Contiene la secuencia terminadora de la replicación TerE del cromosoma de E. coli entre 
los sitios StyI y AvaI de pBR322, en la orientación adecuada para bloquear el progreso de 
las horquillas de replicación que se inician en el origen unidireccional ColE1 del plásmido 
(Figura 6A). Esta estrategia permite obtener un número significativo de RIs con la 
horquilla de replicación detenida en la secuencia TerE, cuando ha alcanzado el 26% de su 
replicación. De este modo los RIs acumulados contienen una burbuja interna y su masa es 




Figura 6. Mapa del plásmido pBR-TerE@StyI. A: Mapa del plásmido en donde se indica la posición y 
orientación del origen ColE1 (en color verde), del terminador polar de la replicación TerE (en color rojo) y 
de los genes que confieren resistencia a ampicilina (flecha azul a la izquierda) y tetraciclina (flecha azul a la 
derecha). El sitio de corte de la enzima de restricción AlwNI aparece señalado sobre el mapa. B y C: 
Esquema del RI que se acumula cuando la horquilla de replicación se detiene al llegar a la secuencia TerE 
representado en estado relajado (B) y con un ΔLK = - 4 (C). La doble hélice parental se representa en azul y 
verde y las cadenas nacientes en rojo. 
 
 
 pBR-TerE@AatII (4449 pb): es un derivado de pBR322-TerE@AatII (Olavarrieta 
et al., 2002a) construido por V. López y M.L. Martínez-Robles (Lopez et al., 2012). 
Contiene la secuencia terminadora de la replicación TerE en el sitio AatII de pBR322 
(Figura 7A). Debido a la posición del terminador respecto al origen, en este plásmido se 
acumulan RIs con la horquilla detenida cuando ha alcanzado el 60% de su replicación. Por 
tanto, los RIs acumulados contienen una burbuja interna y su masa es 1,60 veces la masa 
del plásmido no replicado (Figura 7B y C).  
 






Figura 7. Mapa del plásmido pBR-TerE@AatII. A: Mapa del plásmido sobre el que se indica la posición 
y orientación del origen ColE1 (en color verde), del terminador polar de la replicación TerE (en color rojo) y 
de los genes que confieren resistencia a ampicilina (flecha azul a la izquierda) y tetraciclina (flecha azul a la 
derecha). El sitio de corte de la enzima de restricción AlwNI aparece señalado sobre el mapa. B y C: 
Esquema del RI que se acumula cuando la horquilla de replicación se detiene al llegar a la secuencia TerE 
representado en estado relajado (B) y con un ΔLK = - 4 (C). La doble hélice parental se representa en azul y 




 pBR-TerE@DraI (4433 pb): es un derivado de pBR322-TerE@DraI (Olavarrieta 
et al., 2002a) construido por V. López y M.L. Martínez-Robles (Lopez et al., 2012). 
Contiene la secuencia terminadora de la replicación TerE en la orientación adecuada para 
bloquear el progreso de las horquillas de replicación que se inician en el origen 
unidireccional ColE1 del plásmido (Figura 8A). En este plásmido la horquilla se detiene 
cuando los RIs han alcanzado un 80% de su replicación; de manera que dichos RIs 
contienen una burbuja interna y su masa es 1,80 veces la masa del plásmido no replicado, 





















Figura 8. Mapa del plásmido pBR-TerE@DraI. A: Mapa del plásmido en el que se indica la posición y 
orientación del origen ColE1 (en color verde), del terminador polar de la replicación TerE (en color rojo) y 
de los genes que confieren resistencia a ampicilina (flecha azul a la izquierda) y tetraciclina (flecha azul a la 
derecha). El sitio de corte de la enzima de restricción AlwNI aparece señalado sobre el mapa. B y C: 
Esquema del RI que se acumula cuando la horquilla de replicación se detiene al llegar a la secuencia TerE 
representado en estado relajado (B) y con un ΔLK = - 4 (C). La doble hélice parental se representa en azul y 
verde y las cadenas nacientes en rojo. 
 
 
 Estos plásmidos con la secuencia de replicación TerE situada a diferentes 
distancias del origen ColE1 se utilizaron para transformar las estirpes DH5αF′ y parE10 de 
E. coli que cultivamos en presencia de ampicilina. De esos cultivos en crecimiento 




Minicromosoma pRS316 (4887 pb): es un plásmido replicativo de levadura 
derivado del plásmido integrativo pRS306 al que se le han añadido la secuencia 
centromérica CEN6 y el origen de replicación ARS4 (Autonomous Replication Sequence) 
para su estabilidad mitótica en S. cerevisiae (Sikorski and Hieter, 1989). En el sitio NdeI 
posee un inserto de 1112 pb que contiene el gen URA3 (Figura 9). 
 





Figura 9. Mapa del minicromosoma pRS316. Esquema representativo en el que se detallan los elementos 
más importantes. En el interior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de replicación 
autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el centrómero 
(CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de las 
levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia a 
ampicilina (Amp
R
, color negro), el gen URA3 (en color azul), el gen LacZ (en color naranja) y el origen F1 
(en color morado). En el exterior se indican los sitios de reconocimiento de las enzimas de restricción KpnI, 
NdeI y SalI. 
 
 
Minicromosoma pRSF1MEM (5854 pb): es un derivado de pRS316 (Figura 9). 
Se añadieron dos secuencias del fago λ (Thermo Scientific) de 499 y 463 pb clonadas, 
respectivamente, entre los sitios SalI y KpnI de pRS316 para ser utilizadas como sondas 
(sonda L1 y L2). La sonda L1 se obtuvo mediante digestión enzimática del DNA del fago 
λ con la enzima SalI y se extrajo de un gel de agarosa con QIAquick Gel Extraction Kit 
(Qiagen). La sonda L2 se obtuvo por PCR con oligonucleótidos a los que se les añadió 
colas con el sitio de reconocimiento de la enzima KpnI protegido por un triplete de Cs 
(Tabla 1). El producto de PCR se purificó con QIAquick PCR Purification Kit (Qiagen).  
 





















Figura 10. Mapa del minicromosoma pRSF1MEM. Esquema representativo en el que se detallan los 
elementos más importantes. En el interior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de 
replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el 
centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de 
las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia 
a ampicilina (Amp
R
, color negro), el gen URA3 (en color azul), el gen LacZ (en color naranja), el origen F1 
(en color morado) y las dos secuencias derivadas del fago λ (L1 y L2, en color amarillo). En el exterior se 
indican los sitios de reconocimiento de las enzimas de restricción NsiI y XhoI. 
 
 
En ambas ligaciones el vector se desfosforiló en el extremo 5’ con fosfatasa 
alcalina (Roche). Las reacciones de ligación se realizaron con una relación molar 
vector:inserto de 1:3 en presencia de 10 unidades de T4 DNA ligasa (Roche). Después de 
16 horas de incubación a 4 ºC se transformaron las células de la estirpe DH5αF′ de E. coli 
con la totalidad de la reacción. 
 
 
 Minicromosoma pRSMEM (4788 pb): derivado de pRSF1MEM (Figura 10). Se 
eliminó el origen F1 y el gen LacZ de pRSF1MEM mediante digestión enzimática con la 
enzima NsiI, perdiéndose parte de la secuencia de la sonda L1, la cual pasó a tener 273 pb. 
Después de la digestión se procedió a extraer en gel de agarosa con QIAquick Gel 
Extraction Kit (Qiagen). Se ligaron los extremos del vector en un volumen pequeño (20 
µl) para favorecer la ligación intramolecular. La reacción se llevó a cabo durante 16 horas 
a 4 ºC y se transformaron las células de la estirpe DH5αF′ de E. coli con la totalidad de la 
reacción (Figura 11). 





Figura 11. Mapa del minicromosoma pRSMEM. Esquema representativo en el que se detallan los 
elementos más importantes. En el interior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de 
replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el 
centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de 
las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia 
a ampicilina (Amp
R
, color negro), el gen URA3, (en color azul), y las dos secuencias del fago λ (L1 y L2, en 




Minicromosoma circular pYAC_MEM (7966 pb): es un derivado de pRSMEM 
(Figura 11). En pRSMEM se clonó, en el sitio XhoI, un fragmento de 3178 pb que 
contenía las secuencias teloméricas (TEL) de Tetrahymena thermophila (Shampay and 
Blackburn, 1989) separadas por una secuencia superior a 1 kb que contenía el gen de 
histidina (HIS3). Dicho fragmento se obtuvo mediante digestión enzimática con la enzima 
XhoI del cromosoma circular pYAC-RC (Marchuk and Collins, 1988). A continuación, se 
ligaron vector e inserto en una relación molar de 1:5 con 10 unidades de T4 DNA ligasa. 
La reacción se llevó a cabo durante 16 horas a 4 ºC y se transformaron las células de la 
estirpe DH5αF′ de E. coli con la totalidad de la reacción (Figura 12). 
 






Figura 12. Mapa del minicromosoma pYAC_MEM. Esquema representativo en el que se detallan los 
elementos más importantes. En el interior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de 
replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el 
centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de 
las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia 
a ampicilina (Amp
R
, color negro), los genes URA3 e HIS3 (en color azul), las dos secuencias teloméricas de 
Tetrahymena thermophila (en color magenta y morado) y las dos secuencias del fago λ (L1 y L2, en color 
amarillo). En el exterior se indican los sitios de reconocimiento de las enzimas de restricción BamHI, 




Minicromosoma lineal YAC_MEM (6198pb): es un derivado de pYAC_MEM 
(Figura 12). pYAC_MEM se linearizó mediante digestión con la enzima de restricción 





Figura 13. Mapa del minicromosoma YAC_MEM. Esquema representativo en el que se detallan los 
elementos más importantes. En la parte inferior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de 
replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el 
centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de 
las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia 
a ampicilina (Amp
R
, color negro), el gen URA3 (en color azul), las dos secuencias teloméricas de 
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Minicromosoma circular pYAC_MEM_RFB+ (8908 pb): es un derivado de 
pBB6-RFB+ (Benguria et al., 2003; Brewer et al., 1992). pBB6-RFB+ se digirió con la 
enzima de restricción EcoRI para aislar el fragmento que contiene la barrera para la 
horquilla de replicación (RFB = Replication Fork Barrier). A continuación, este 
fragmento se insertó en el sitio SalI del cromosoma circular pYAC_MEM (Figura 12). El 





Figura 14. Mapa del minicromosoma pYAC_MEM_RBF+. Esquema representativo en el que se detallan 
los elementos más importantes. En el interior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia de 
replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, el 
centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular de 
las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere resistencia 
a ampicilina (Amp
R
, color negro), los genes URA3 e HIS3 (en color azul), las dos secuencias teloméricas de 
Tetrahymena thermophila (en color magenta y morado), las dos secuencias del fago λ (L1 y L2, en color 
amarillo) y la secuencia conteniendo la RFB (en color rojo). En el exterior se indican los sitios de 













Minicromosoma lineal YAC_MEM_RFB+ (7140 pb): derivado de 
pYAC_MEM_RFB+ (Figura 14), el cual se linearizó mediante digestión con la enzima de 





Figura 15. Mapa del minicromosoma YAC_MEM_RFB+. Esquema representativo en el que se detallan 
los elementos más importantes. En la parte inferior se indican las posiciones y orientaciones de la secuencia 
de replicación autónoma (ARS4, en color verde) que funciona como origen para la replicación en levaduras, 
el centrómero (CEN6, en color magenta) que permite la segregación del plásmido durante la división celular 
de las levaduras, el origen de replicación en E. coli (ColE1 Ori, en color negro), el gen que confiere 
resistencia a ampicilina (Amp
R
, color negro), el gen URA3 (en color azul), , las dos secuencias teloméricas 
de Tetrahymena thermophila (en color magenta y morado), las dos secuencias del fago λ (L1 y L2, en color 
amarillo) y la secuencia conteniendo la RFB (en color rojo). 
 
 
Todos los miniscromosomas se construyeron en E. coli y pYACMEM, YACMEM, 
pYAC_MEM_RBF+ y YAC_MEM_RFB+ (Figuras 12, 13, 14 y 15, respectivamente) se 




3.5. Transformación de E. coli 
 
La preparación de células de E. coli competentes y su posterior transformación se 




3.6. Transformación de S. cerevisiae 
 
La transformación de células de S. cerevisiae se realizó según el método de acetato 
de litio descrito por Ito y colaboradores (Ito et al., 1983). 
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3.7. Estudio de la estabilidad mitótica 
 
El estudio de la estabilidad mitótica de los minicromosomas se realizó según el 
protocolo descrito por Panzeri (Panzeri and Philippsen, 1982). En primer lugar, las células 
con los minicromosomas se crecieron en placa con medio selectivo sin uracilo (Ura
-
). A 
continuación, se seleccionaron varias colonias y se cambiaron a medio líquido, de nuevo 
Ura
-
. Posteriormente, se pasaron a medio completo YPAR y después de 17 generaciones 
entre 1-200 células (previamente diluidas a 1 célula/µl) se sembraron en placas del mismo 
medio completo YPAR. Finalmente, el porcentaje de colonias Ura
+
 se determinó haciendo 





3.8. Extracción del DNA 
 
3.8.1. Extracción de DNA plasmídico de E. coli 
 
3.8.1.1. Extracción total 
 
La extracción a pequeña escala de DNA plasmídico de E. coli se realizó mediante 
el Nucleo Spin Plasmid Kit (Macherey-Nagel). Para la extracción a gran escala empleamos 
JETstar Plasmid Purification MAXI Kit (Genome). 
 
 
3.8.1.2. Extracción de formas replicativas 
 
La extracción de DNA plasmídico enriquecido en RIs se realizó a partir de cultivos 
de E. coli en crecimiento exponencial siguiendo el método descrito por Viguera y 









3.8.2. Extracción de DNA plasmídico de S. cerevisiae 
 
3.8.2.1. Extracción total  
 
Para la extracción rápida de DNA total de la estirpe top2-td de S. cerevisiae y su 
posterior análisis por Southern blot se utilizó el método desarrollado por Hoffman y 
colaboradores (Hoffman and Winston, 1987) introduciendo algunas modificaciones. 
 
Se inocularon las colonias de las que se querían extraer los plásmidos en el medio 
selectivo apropiado y se recogieron por centrifugación (3.000 rpm durante 5 minutos a 
temperatura ambiente) 10-15 ml del cultivo saturado (1,5x10
8
 células/ml). Se lavaron las 
células con 0,5 ml de agua destilada estéril y se volvió a centrifugar en las mismas 
condiciones. A continuación, se desechó el sobrenadante y las células se resuspendieron 
en 200 µl de tampón de rotura (Triton X-100 2%, SDS 1%, NaCl 100 mM, Tris-HCl 10 
mM pH 8,0 y EDTA 1 mM pH 8,0). Se añadieron 200 µl de PCIA 25:24:1 (fenol: 
cloroformo: alcohol isoamílico) y 0,3 g de esferas de vidrio (0,5 mm de diámetro, 
Biospec). La mezcla se agitó en vórtex a máxima velocidad durante 2 minutos a 4 ºC (4 
períodos de 30 segundos con intervalos de 30 segundos en hielo). Seguidamente, se 
mezcló la emulsión con 200 µl de TEN100 (NaCl 100 mM, Tris-HCl 10 mM pH 8,0 y 
EDTA 1 mM pH 8,0) y se centrifugó en una microcentrífuga a máxima velocidad durante 
5 minutos a temperatura ambiente. Se transfirió la fase acuosa a un nuevo tubo y se 
añadieron otros 200 µl de tampón de rotura. Se volvió a repetir el proceso de rotura con 
vórtex, a excepción de que no se añadió TEN100. Para eliminar las proteínas se fenolizó 
añadiendo un volumen de PCIA 25:24:1 igual al obtenido al juntar las fases acuosas. 
Finalmente, se añadió un volumen de CIA 24:1. Posteriormente, se precipitó el DNA con 
1 ml de etanol frío al 100%, se centrifugó a 14.500 rpm durante 30 minutos a 4 ºC y se 
resuspendió en 30 µl de agua destilada estéril. El volumen correspondiente a 5x10
9
 células 
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3.8.2.2. Extracción de formas replicativas 
 
El protocolo utilizado para la extracción de formas replicativas de DNA en S. 
cerevisiae está basado en el descrito por Huberman y colaboradores (Huberman et al., 
1987) con algunas modificaciones. 
 
Los cultivos de las estirpes a estudiar se crecieron hasta una concentración de 
1x10
9
 células/ml y se detuvieron con azida sódica al 0.1%. Las células se recogieron por 
centrifugación a 3.000 rpm durante 2 minutos a temperatura ambiente y se lavaron 2 veces 
con agua estéril fría centrifugando a 3.000 rpm durante 15 minutos a 4 ºC. A continuación, 
las células se resuspendieron en solución de NIB frío (Nuclear isolation buffer; glicerol 
17%, MOPS 50 mM, acetato de potasio 150 mM, cloruro de magnesio 2 mM, espermidina 
500 µM y espermina 150 µM, pH 7,2). La rotura mecánica de la pared celular se realizó 
en cámara fría añadiendo a las células en suspensión un volumen igual de esferas de vidrio 
(0.5 mm de diámetro, Biospec) y alternando períodos de 30 segundos en vórtex a máxima 
velocidad y de reposo en hielo. Se comprobó la rotura de la pared celular con un 
microscopio óptico. Cuando, aproximadamente, un 90% de las células presentaban su 
pared rota, se dejaron depositar las esferas en el fondo del tubo por gravedad y se recogió 
el sobrenadante con los protoplastos. Las esferas de vidrio se lavaron 2 veces más con dos 
volúmenes de NIB frío. Estos lavados se juntaron al sobrenadante original y los 
protoplastos se recogieron por centrifugación a 8.000 rpm durante 10 minutos a 4 ºC. 
Seguidamente se lisaron las células incubándolas durante 1 hora a 37 ºC en 500 µl de 
TEN50-50-100 (Tris-HCl 50 mM, EDTA 50 mM, NaCl 100 mM, pH 8,0) conteniendo 
Sarkosyl NL-30 (Sigma) al 1,5% y proteinasa K (Palladino et al.) a 300 µg/ml. Después de 
la incubación se centrifugó a 5.000 rpm durante 5 minutos a 4 ºC y se recogió el 
sobrenadante. Para la eliminación de las proteínas se trató con un volumen de PCIA 
25:24:1 varias veces (hasta que desapareció la interfase de color blanquecino) y una vez 
con CIA 24:1. El DNA se precipitó con 2,5 volúmenes de etanol 100% frío durante al 
menos 16 horas a -20 ºC. Se centrifugó a 9.000 rpm durante 1 hora a 4 ºC. Se lavó con 
etanol 70% frío y se centrifugó en las mismas condiciones 30 minutos. Finalmente, se dejó 
secar al pellet y se resuspendió a una concentración final de 3x10
7
 células/µl en agua 
destilada estéril durante, al menos, 16 horas a 4 ºC. 
 




3.9. Digestiones enzimáticas 
 
3.9.1. Digestiones enzimáticas con endonucleasas de restricción de cadena sencilla 
 
Las digestiones totales de las formas replicativas de DNA de los minicromosomas 
circulares y lineales en S. cerevisiae se realizaron con la endonucleasa de restricción de 
cadena sencilla Nt.Bpu10I (Thermo Scientific) durante 1 hora a 37 ºC. Las digestiones 
totales de las formas replicativas de DNA del plásmido pBR18 se realizaron con la enzima 
Nb.BsmI (New England Biolabs) durante 2 horas a 50 ºC.  
 
 
3.9.2. Digestiones enzimáticas con endonucleasas de restricción de doble cadena 
 
Las digestiones totales con las enzimas de restricción AlwNI, BamHI, EcoRV, 
KpnI, Nsil, PvuI, PvuII, SalI, SwaI y XhoI (New England Biolabs) se llevaron a cabo 
durante 1-3 horas a 37 ºC, a excepción de SwaI (New England Biolabs) cuya temperatura 
de incubación fue a 25 ºC. 
 
 
3.10. Análisis de DNA 
 
3.10.1. Electroforesis en geles de agarosa 
 
3.10.1.1. Electroforesis unidimensional 
 
La electroforesis unidimensional se realizó en geles de agarosa (Pronadisa) a 
distintas concentraciones dependiendo del tamaño de las moléculas a analizar y utilizando 
como tampón TBE 1x. Como marcador de pesos moleculares se utilizó MassRuler 
(Thermo Scientific) o DNA del bacteriófago λ digerido con HindIII (Thermo Scientific). 
A las muestras se les añadió, previamente a su carga en el gel, 1/10 de volumen de tampón 
de carga bicolor. 
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
47 
 
Los geles se tiñeron en una solución de EthBr (Sigma) a una concentración de 1 
g/ml y se visualizaron con un transiluminador de luz ultravioleta de 302 nm de longitud 
de onda (Gel Doc 2000, Bio-Rad). 
 
 
3.10.1.2. Electroforesis bidimensional neutra-neutra 
 
El análisis del DNA por electroforesis bidimensional en geles de agarosa 
(Seakem® LE, Lonza) se realizó siguiendo el protocolo descrito originariamente por 
Brewer y Fangman (Brewer and Fangman, 1988) ligeramente modificado de acuerdo al 
tamaño de las moléculas según se trate de formas intactas o digeridas. 
 
 
3.10.1.2.1. Electroforesis bidimensional de formas intactas 
 
En todos los estudios la primera dimensión se llevó a cabo a temperatura ambiente. 
En cambio, la concentración de agarosa, el voltaje y la temperatura fueron diferentes 
según el estudio. Para el análisis de la movilidad electroforética de las diferentes familias 
de topoisómeros y de los RIs de plásmidos bacterianos la concentración de los geles fue de 
0,4% de agarosa (Seakem® LE, Lonza) en TBE 1x y se corrió a 1 V/cm durante 25-30 
horas. Para analizar los minicrosomas circulares y lineales (6,5-8 Kb) la primera 
dimensión se realizó en geles a una concentración de 0,35% de agarosa en TBE 1x y se 
corrió a 1 V/cm durante 35-38 horas.  
 
Las condiciones de la segunda dimensión también variaron según el material con el 
que se trabajó, pero en todos los casos se llevó a cabo a 4 ºC. Para el estudio de las 
diferentes familias de topoisómeros las condiciones fueron: 0,8-1,2% y 5-6,6 V/cm, 8-22 
horas. Para el análisis de los RIs de pBR-TerE con las horquillas detenidas a distintas 
distancias del origen de replicación las condiciones fueron de 1% de agarosa en TBE 1x, 5 
V/cm y 10 horas. Además, en los casos indicados, se añadió Chl (Sigma), tanto en el gel 
de agarosa como en el tampón TBE 1x, a una concentración de 5 µg/ml. El estudio de los 
minicromosomas circulares y lineales se desarrolló en geles de agarosa de 0,8-0,9% y se 
corrió a 5 V/cm durante 12-14 horas.  




3.10.1.2.1. Electroforesis bidimensional de formas digeridas 
 
Para analizar los fragmentos obtenidos tras la digestión con AlwNI de los 
plásmidos con la horquilla detenida a diferentes distancias del origen de replicación, en la 
primera dimensión se utilizaron geles a una concentración de 0,4% de agarosa y se 
corrieron a 1 V/cm durante 22 horas a temperatura ambiente. La segunda dimensión se 
realizó en geles a una concentración de agarosa del 1% y se corrieron a 5 V/cm durante 8 
horas a 4 ºC en presencia de 0,3 µg/ml de EthBr. 
 
Para analizar los fragmentos obtenidos tras la digestión con diferentes 
endonucleasas de restricción de los minicromosomas de S. cerevisiae las condiciones de 
primera y segunda dimensión difirieron según el tamaño de los fragmentos a estudiar. Así, 
la primera dimensión para fragmentos de un tamaño comprendido entre 4-6,2 Kb se 
realizó en geles a una concentración de 0,4% de agarosa a 1 V/cm durante 27-35 horas a 
temperatura ambiente. En cambio, para fragmentos menores de 4 Kb las condiciones de 
primera dimensión fueron: 0,5% de agarosa, 1 V/cm, 27 horas. La segunda dimensión para 
el análisis de formas digeridas se realizó siempre a 4 ºC y en presencia de 0,3 µg/ml de 
EthBr. Para fragmentos de DNA de un tamaño comprendido entre 4-6,2 Kb, las 
condiciones fueron 0,9-1% de agarosa, 5 V/cm, 8-12 horas. En el caso de fragmentos 
inferiores a 4 Kb se realizó en geles a una concentración de 1,2% de agarosa y se corrieron 
a 5 V/cm durante 11 horas a 4 ºC. 
 
 
3.10.2. Transferencia del DNA a soportes sólidos 
 
Los geles de agarosa se transfirieron a membranas de nailon (Zeta-Probe® GT 
Blotting Membranes, Bio-Rad y Nylon Membranes, positively charged, Roche) según el 
método de Southern (Southern, 1975) y de acuerdo al protocolo de transferencia alcalina 
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3.10.3. Marcaje de sondas no radiactivas 
 
Las sondas de DNA (300 ng de DNA) se marcaron con digoxigenina mediante el 




3.10.4. Hibridación de ácidos nucleicos con sondas no radiactivas 
 
Las membranas de nailon se incubaron en botellas cilíndricas, durante 4-6 horas a 
65 ºC, en 20 ml de una solución de SSPE 2x (NaCl 360 mM, Na2HPO4.7H2O 20 mM y 
EDTA 2 mM pH 8,0), leche descremada al 0,5%, sulfato de dextrano (Sigma) al 10%, 
SDS al 1% y DNA de esperma de salmón (AppliChem) 0,5 mg/ml, sonicado y 
desnaturalizado. Para la hibridación, la sonda desnaturalizada se añadió a una 
concentración de 20 ng/ml y se incubaron en botellas durante 16 horas a 65 ºC. 
Transcurrido ese tiempo las membranas se lavaron, secuencialmente, dos veces con SSC 
2x/SDS 0,1% durante 5 minutos cada lavado y dos veces con SSC 0,1x/SDS 0,1%, 
precalentado a 68 ºC, durante 15 minutos cada lavado. Finalmente, la detección se realizó 
con un anticuerpo conjugado con fosfatasa alcalina (Anti-Digoxigenin-AP, Roche) y un 






 Los análisis densitométricos de las inmunodetecciones se realizaron con el 





Las reacciones de secuenciación se llevaron a cabo utilizando un secuenciador 
automático modelo Abi Prism 3700® (Applied Biosystems) por Secugen en el CIB-CSIC. 




3.11. Extracción y purificación de RNA 
 
Para aislar y purificar RNA total se utilizó el kit de extracción RNeasy
®
 Mini Kit 
(Qiagen). Se siguió el protocolo administrado por la casa comercial partiendo de 5x10
8 
células. Además se realizó un tratamiento con DNAsa (RNase Free DNase Set, Qiagen) 





Para la realización de las RT-qPCRs (retrotranscripción seguida de PCR 
cuantitativa) se sintetizó cDNA de cadena sencilla a partir de 2 µg de RNA total de células 
top2-td de S. cerevisiae transformadas con los cromosomas pYAC y YAC así como de 
células top2-td sin transformar (control negativo). Se utilizaron 250 ng de random primers 
(Invitrogen) y 200 unidades de SuperScript II Reverse Transcriptase (Invitrogen). La 
reacción se llevó a cabo a 25 ºC durante 10 minutos, 42 ºC durante 50 minutos y, 
finalmente, se inactivó la enzima a 70 ºC durante 15 minutos. 
 
La amplificación de cDNA se realizó en el equipo iQ5 System (Bio-Rad) en el 
servicio de Proteómica del CIB-CSIC. Las mezcla de la reacción consitió en 1x SYBR® 
Green Supermix (Bio-Rad), 1 µl de cDNA y 0,2 µM de cada oligonucleótido. Los 
oligonucleótidos utilizados se detallan en la Tabla 2 y fueron sintetizados por Sigma. Las 
condiciones de la PCR a tiempo real fueron: 95 ºC durante 3 minutos, seguido de 40 ciclos 
de 95 ºC durante 30 segundos y 60 ºC durante 30 segundos.  
 











ACT Rv CCTTGGTGTCTTGGTCTAC 
URA3 Fwd TAAAGGCATTATCCGCCAAG 
URA3 Rv CCCGCAGAGTACTGCAATTT 
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3.12.1. Análisis de la expresión relativa mediante el modelo de Pfaffl 
 
 El análisis de la expresión relativa de los genes analizados por RT-qPCR se llevó a 
cabo por el servicio de Bioinformática del CIB-CSIC. Dicho análisis se basó en los 
valores umbrales de ciclo o Cts (del inglés threshold cycle) obtenidas en la PCR a tiempo 
real y en el modelo matemático desarrollado por Pfaffl (Pfaffl, 2001). En dicho modelo, el 
nivel de transcripción que presenta el gen en estudio es normalizado con relación a un gen 
de referencia y las diferentes eficiencias de la PCR tanto para el gen en estudio como para 
el gen de referencia se tienen en cuenta como se muestra en la siguiente ecuación: 
 
Proporción = EURA3
ΔCt URA3 (circular – lineal) 
/ EACT
ΔCt ACT (circular – lineal)
   (4) 
 
 En esta ecuación la proporción del gen de estudio (Uracilo –URA3-) se expresa en 
una muestra (en pYAC, en plásmido circular) frente a un control (en YAC, topología 
lineal) y en comparación con un gen de referencia (Actina –ACT–). E representa la 
eficiencia de la PCR en tiempo real de los oligonucleótidos usados para cada gen. ΔCt es 
la desviación en Ct del control menos la muestra, del gen de estudio o del gen de 
referencia. 
El análisis de los datos se realizó con el software iQ5 2.0 Standard Edition Optical 
System y Microsoft Excel 2010. Para calcular las eficiencias intrínsecas de cada trío de 
réplicas se utilizaron los valores crudos de las fluorescencias de cada reacción y el 
programa DART (Data Analysis for Real-Time PCR) desarrollado por Peirson y 
colaboradores (Peirson et al., 2003). Una vez halladas las eficiencias, las diferencias 
relativas de los genes en estudio y su análisis estadístico se realizó con el programa 
REST® (Relative Expression Software Tool) desarrollado por Pfaffl y colaboradores 




























































































4.1. Estudio de la movilidad electroforética de moléculas superenrolladas, 
encadenadas y anudadas 
 
 Como se comentó en la Introducción, la electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa es el método de elección para separar topoisómeros de moléculas circulares de 
DNA (Fernandez et al., 2014; Schvartzman et al., 2013b). Para optimizar la separación de 
topoisómeros que difieren en su grado de superenrollamiento, anudamiento o 
encadenamiento, decidimos variar sistemáticamente las condiciones de la electroforesis. 
Con este objetivo, comparamos el comportamiento electroforético de tres familias 
diferentes de topoisómeros de DNA: 1) moléculas de DNA superenrolladas, donde el nivel 
de superenrollamiento cubre el rango desde moléculas covalentemente cerradas relajadas 
hasta moléculas con el superenrollamiento nativo de las mismas, 2) moléculas 
encadenadas con un número de encadenamientos desde 1 hasta 15, aproximadamente, 3) 
moléculas de DNA anudadas y con roturas de cadena sencilla. Se utilizó el plásmido 
pBR18 y estudiamos familias de topoisómeros con la misma masa molecular. Para 
moléculas superenrolladas y anudadas analizamos las formas diméricas del plásmido 
(8766 pb) mientras que los encadenados estaban compuestos de dos formas monoméricas 
del mismo plásmido (2 x 4383 pb).  
 
 
4.1.1. Análisis de la movilidad electroforética de moléculas superenrolladas, 
encadenadas y anudadas en condiciones estándar 
 
 Empleamos la electroforesis bidimensional en geles de agarosa para analizar, de 
manera independiente, diferentes poblaciones de topoisómeros. En este caso, las 
condiciones de la electroforesis fueron de 0,4% de agarosa y 1,0 V/cm en primera 
dimensión y 1,0% de agarosa y 5,0 V/cm en segunda.  
 
 Con el fin de obtener las tres familias de topoisómeros requeridas para el estudio, 
se añadió norfloxacina a los cultivos celulares (véase el apartado 3.1 de Materiales y 
Métodos) para inhibir la DNA girasa y la Topo IV in vivo (Khodursky et al., 1995; 





E. coli resistentes a este antibiótico permiten la inhibición selectiva de la DNA girasa o la 
Topo IV. 
 
 En primer lugar, los topoisómeros superenrollados se obtuvieron con el plásmido 
pBR18 transformando células de la estirpe LZ38 de E. coli (Zechiedrich et al., 2000; 
Zechiedrich et al., 1997). Las células de esta estirpe son recA+. La proteína RecA está 
implicada en recombinación homóloga (Chen et al., 2008) y, por tanto, en la estirpe LZ38 
además de las formas monoméricas se observan formas multiméricas del plásmido. Estas 
células portan también una mutación en el gen parC (parC
K84
) que hace que la Topo IV 
sea resistente a la norfloxacina. Este fármaco inhibe las topoisomerasas de tipo II (Drlica, 
1999) pero como en las células LZ38 la Topo IV es resistente a la norfloxacina, sólo la 
DNA girasa se ve afectada. Así, tratando las células con norfloxacina (150 µM) obtuvimos 
plásmidos pobremente superenrollados, con un bajo nivel de superenrollamiento. En la 
Figura 16A se muestran dos dibujos esquemáticos de las moléculas superenrolladas 
analizadas por electroforesis bidimensional. A la izquierda de la Figura 16B se muestra la 
inmunodetección correspondiente a la electroforesis bidimensional del plásmido pBR18 
aislado de la estirpe LZ38 con el tratamiento de norfloxacina mencionado y, a la derecha 
un esquema interpretativo. El arco que aparece en la parte inferior derecha corresponde a 
las formas superenrolladas de los monómeros que no estaban replicando en el momento en 
el que se detuvo el cultivo, los Scms. Las distintas señales que generan el arco, son 
topoisómeros con distinto grado de superenrollamiento, desde moléculas con el 
superenrollamiento nativo de las mismas hasta moléculas que se han relajado (OCms) por 
el tramiento con norfloxacina o por roturas de cadena sencilla durante la extracción. 
Partiendo de la señal de OCms se aprecia un segundo arco correspondiente a moléculas 
diméricas superenrolladas (Scds) que presenta menor movilidad electroforética que el arco 
de Scms tanto en primera como en segunda dimensión. En el esquema ilustrativo los Scms 













Figura 16. Esquemas e inmunodetección de las moléculas superenrolladas analizadas por 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa. A: Esquema de un monómero (Scm) y dímero 
superenrollado (Scd) representados con una densidad de cruces similar. Los cruces intramoleculares se 
señalan con un punto negro. B: Inmunodetección correspondiente al gel bidimensional de las formas 
superenrolladas del plásmido pBR18 aislados de células LZ38 de E. coli tratadas con 150 µM de 
norfloxacina en la fase exponencial del cultivo. A la derecha de la inmunodetección se muestra un esquema 
interpretativo en donde los Scms se representan en negro y las señales los Scds se representan en azul.  
 
 
 Para lograr preparaciones de DNA enriquecidas en encadenados del tipo CatAs, se 
transformaron células de E. coli de la estirpe DH5αF′ con el plásmido pBR18. Estas 
células de E. coli son recA- y, por esta razón, se forman relativamente pocos multímeros. 
Además, estas células portan una mutación en el gen gyrA (gyrA96) confiriendo a la DNA 
girasa resistencia frente a la norfloxacina. En estas células la norfloxacina sólo inhibe la 
Topo IV, permitiendo la acumulación de moléculas encadenadas (Adams et al., 1992). Por 
ello, se añadió norfloxacina (15 µM) al cultivo y una vez que se aisló este material, se 
trató con la enzima de restricción de cadena sencilla Nb.BsmI para convertir todos los 
tipos de encadenados en CatAs. El tratamiento con dicha enzima provoca que todos los 
CCCms pierdan el superenrollamiento y pasen a ser OCms. Además, al perder el 
superenrollamiento, quedan expuestas las moléculas que se encontraban anudadas (Knms) 
antes de la actuación de la enzima. Como se comentó en la Introducción, el 





visibles en una electroforesis cuando han perdido el superenrollamiento. En la Figura 17A 
se representan, con dos dibujos esquemáticos, las moléculas analizadas por electroforesis 
bidimensional en geles de agarosa (Knms y CatAs). En la Figura 17B se muestra, a la 
izquierda, la inmunodetección correspondiente al gel bidimensional de las formas 
anudadas y encadenadas del plásmido pBR18 aislado de células DH5αF′ de E. coli 
tratadas con 15 µM de norfloxacina en la fase exponencial del cultivo y tratadas con 
Nb.BsmI. A la derecha, el esquema interpretativo. No se aprecian CCCms indicando que la 
digestión fue total, de manera que esas moléculas perdieron todo el superenrollamiento y 
pasaron a migrar como OCms. A la derecha de los OCms se extiende un arco discontinuo 
que corresponde a los monómeros anudados (representadas en color naranja). Además, se 




Figura 17. Esquemas e inmunodetección de las moléculas anudadas y encadenadas analizadas por 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa. A: Esquema de un monómero anudado (Knm) y dos 
monómeros encadenados tipo A (CatAs). La doble hélice parental se representa con los colores azul y verde 
mientras que las cadenas de nueva síntesis se representan en rojo. Los cruces intramoleculares se señalan 
con un punto negro y los cruces intermoleculares con un asterisco. Las flechas señalan la rotura de cadena 
sencilla B: Inmunodetección correspondiente al gel bidimensional de las formas anudadas y encadenadas del 
plásmido pBR18 aislado de células DH5αF′ de E. coli tratadas con 15 µM de norfloxacina en la fase 
exponencial del cultivo y tratadas con Nb.BsmI. A la derecha de la inmunodetección se muestra un esquema 






 Para conseguir dímeros anudados (Knds) se transformaron células de la estirpe 
parE10 (recA-) de E. coli con dímeros de pBR18. En este caso, se expusieron las células a 
norfloxacina (15 µM) para relajar parcialmente las moléculas no replicadas 
superenrolladas. A diferencia de lo que ocurre en monómeros, los Knds no comigran con 
los Scds en la segunda dimensión. Por ello, ambos tipos de dímeros pueden ser 
visualizados en la misma inmunodetección del gel. En la Figura 18A se muestra un dibujo 
esquemático de la molécula analizada por electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa. En la Figura 18B se ilustra, a la izquierda, la inmunodetección correspondiente al 
gel bidimensional de las formas superenrolladas y anudadas del plásmido pBR18 aislado 
de células parE10 de E. coli tratadas con 15 µM de norfloxacina en la fase exponencial del 
cultivo. A la derecha, un esquema interpretativo. Se puede ver el arco correspondiente a la 
población de dímeros con distinto grado de superenrollamiento (Scds) y el arco, en la 
parte superior del gel, correspondiente a Knds. En el esquema ilustrativo, a la derecha, los 
Scds se señalan en azul y los Knds en magenta. 
 
 
   
Figura 18. Esquemas e inmunodetección de las moléculas superenrolladas y anudadas analizadas por 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa. A: Esquema de un dímero superenrollado (Scd) y un 
dímero anudado (Knd). Los cruces intramoleculares se señalan con un punto negro. La flecha señala la 
rotura de cadena sencilla. B: Inmunodetección correspondiente al gel bidimensional de las formas 
superenrolladas y anudadas del plásmido pBR18 aislado de células parE10 de E. coli tratadas con 15 µM de 
norfloxacina en la fase exponencial del cultivo. A la derecha de la inmunodetección se muestra un esquema 





 Una vez obtenidas las tres familias de topoisómeros y analizadas por electroforesis 
bidimensional de manera independiente, quisimos estudiar cómo les afectan determinados 
cambios en las condiciones de la segunda dimensión (concentración de agarosa y voltaje). 
En primer lugar, se usaron las mezclas apropiadas de los DNAs aislados de los diferentes 
tipos celulares para analizar, por un lado la movilidad electroforética de los Scds y CatAs 
(Figura 16 y 17, respectivamente) y, por otro lado, la de los Scds y los Knds (Figura 16 y 
18, respectivamente). Los Scds fueron, por tanto, analizados en dos experimentos 
diferentes. En la Figura 19A y 19B se ilustran las inmunodetecciones correspondientes a 
los dos experimentos con las mencionadas mezclas de las poblaciones en condiciones 
estándar en segunda dimensión (concentración de agarosa 1,0% y voltaje 5,0 V/cm). En la 
Figura 19A se muestra la inmunodetección correspondiente a la mezcla de Scds y CatAs y 
en la Figura 19B la mezcla de Scds y Knds. A la derecha de cada inmunodetección se 
representa un esquema interpretativo. La movilidad electroforética de las moléculas de 
Scds fue similar en ambos experimentos. En la Figura 19C se representa el gráfico 
comparativo de la movilidad electroforética de los Scds mostrados en los apartados A y B 
de la misma figura. La comparación de las dos inmunodetecciones evidenció que la 
diferencia entre los experimentos no es significativa. La movilidad electroforética de los 
diferentes topoisómeros se expresa en función de su complejidad topológica (ΔC) en el eje 
de abscisas y de la distancia recorrida en mm/h en el eje de ordenadas. ΔC es una medida 
práctica que indica cuántos espacios hay entre las señales de DNA en un arco dado (de 
moléculas superenrolladas, encadenadas o anudadas). Es decir, indica la separación de una 
señal concreta de la señal formada por la molécula del mismo tamaño en estado relajado. 
Para las familias de moléculas superenrolladas y anudadas, la molécula que en ambas 
familias tiene la menor complejidad es la OC (ΔC = 0). En cambio, la señal que representa 
una menor complejidad en la familia de CatAs es aquella que presenta un único 
encadenamiento (Ca=1) y en este caso, su ΔC es 1.  
 
 En base a estos resultados y puesto que prácticamente no había diferencia para los 
análisis comparativos posteriores, se decidió utilizar los datos obtenidos de los apartados 
B de las figuras señaladas en cada caso. Las tablas con los datos obtenidos de las 
diferentes inmunodetecciones del estudio sobre la movilidad electroforética de las tres 
poblaciones (superenrolladas, encadenadas y anudadas) se añaden en la sección de 







Figura 19. Comparación de la movilidad electroforética de los dímeros superenrollados durante la 
segunda dimensión en condiciones estándar. A: Inmunodetección correspondiente al gel bidimensional 
con la mezcla de DNAs de dímeros superenrollados (Scds) y monómeros encadenados (CatAs). B: 
Inmunodetección correspondiente al gel bidimensional con la mezcla de DNAs de Scds y monómeros 
anudados (Knds). C: Gráfica comparativa de la movilidad electroforética de los Scds durante la segunda 
dimensión de los geles bidimensionales mostrados en la Figura 19A (azul claro) y B (azul oscuro). La 
movilidad electroforética de los diferentes topoisómeros se expresa en función de su complejidad topológica 




4.1.2. Análisis de la movilidad electroforética de moléculas superenrolladas, 
encadenadas y anudadas a diferentes voltajes en la segunda dimensión 
 
 Para analizar el papel del voltaje durante la segunda dimensión en las tres familias 
de topoisómeros, decidimos utilizar la electroforesis bidimensional en la que la segunda 
dimensión tenía lugar a 5,0, 5,8 y 6,6 V/cm en geles siempre de 1,0% de agarosa. En la 
Figura 20 se muestran las diferentes inmunodetecciones obtenidas con sus respectivos 
diagramas interpretativos donde los Scds se representan en azul, los CatAs en verde claro 







Figura 20. Inmunodetecciones de mezclas de muestras de DNAs analizadas por electroforesis 
bidimensional donde la segunda dimensión se realizó en geles de 1,0% de agarosa a diferentes voltajes. 
A: Mezcla de dímeros superenrollados (Scds) y dímeros anudados (Knds) B: Mezcla de Scds y monómeros 
encadenados (CatAs). A la izquierda se muestran las condiciones de la electroforesis. A la derecha de cada 
inmunodetección se coloca un diagrama interpretativo. Los Scds se representan en azul, los CatAs en verde 
claro y los Knds en magenta.  
 
 
de los diferentes topoisómeros. A partir de estos datos, se realizaron las gráficas 
comparativas de la movilidad electroforética de las diferentes familias de topoisómeros 
durante la primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión ocurrió a diferentes 
voltajes (Figura 21). En las gráficas, la movilidad electroforética se expresa en función de 










Figura 21. Comparación de la movilidad electroforética de los diferentes topoisómeros durante la 
primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión ocurrió a diferentes voltajes. A: Gráfica 
comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la primera dimensión en geles de 0,4% de agarosa 
y 1,0 V/cm. B: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda dimensión en 
geles de 1,0% de agarosa y 5,0 V/cm. C: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la 
segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa y 5,8 V/cm. D: Gráfica comparativa de las tres familias de 
topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa y 6,6 V/cm. La movilidad 
electroforética de los diferentes topoisómeros se expresa en función de su complejidad topológica (ΔC) en el 
eje de abscisas y de la distancia recorrida en mm/h en el eje de ordenadas. En la leyenda se indican las 
figuras analizadas para la obtención de los datos. Los encadenados (CatAs) se representan en verde claro, los 
dímeros superenrollados (Scds) en azul y los dímeros anudados (Knds) en magenta.  
 
 
 La movilidad electroforética durante la primera dimensión (0,4% de agarosa, 1,0 
V/cm) de los diferentes topoisómeros de la misma masa y ΔC = 1 durante la primera 
dimensión varió entre 3,02 mm/h para Scds y 3,70 mm/h para CatAs. Para Knds hay que 
tener en cuenta que el nudo más simple es el llamado nudo en forma de hoja de trébol (del 
inglés trefoil) el cual tiene 3 cruces (Stasiak et al., 1996; Vologodskii et al., 1998). Por lo 
tanto, la primera especie molecular para los Knds tiene ΔC = 3 y presentó una movilidad 
de 3,16 mm/h. Los datos representados en la Figura 21A indican que la movilidad de los 
diferentes topoisómeros aumenta ligeramente conforme aumenta su ΔC, es decir, la 





(Crisona et al., 1994; Laurie et al., 1998; Stasiak et al., 1996; Vologodskii et al., 1998). 
Este incremento de la movilidad no se observa, sin embargo, durante la segunda 
dimensión (Figura 20 y Figura 21B, C y D). Durante la segunda dimensión en condiciones 
de 1,0% de agarosa y voltajes de 5,0, 5,8 y 6,6 V/cm, la movilidad electroforética fue, 
respectivamente, de 5,00, 9,49 y 14,09 mm/h para Scds (con ΔC=1), 2,25, 4,59 y 6,38 
mm/h para CatAs (con ΔC=1) y 3,38, 6,11 y 9,74 para Knds (con ΔC=3). En segunda 
dimensión, la movilidad electroforética de las tres poblaciones de topoisómeros conforme 
aumenta su ΔC fue significativamente diferente una de otra. 
 
 En la Figura 22 se representan las gráficas con los datos de movilidad relativa de 
los diferentes topoisómeros. Esta movilidad relativa hace referencia, dentro de cada 
familia, a la movilidad de los topoisómeros conforme aumenta su ΔC con respecto a la 
movilidad que presenta el miembro más sencillo de la familia (OC para las familias de 
moléculas superenrolladas y anudadas y CatA con Ca=1 para la familia de moléculas 
encadenadas). De esta forma, se manifiestan más claramente las diferencias entre las tres 
familias de topoisómeros. Durante la primera dimensión (Figura 22A), la movilidad 
relativa de las tres poblaciones aumentó conforme aumenta su ΔC de manera muy similar 
en los tres casos. Sin embargo, durante la segunda dimensión (Figura 22B, C y D), para 
moléculas con bajo ΔC, excepto para los Scds, la movilidad electroforética fue 
inversamente proporcional a su ΔC. Este comportamiento es evidente para Knds donde la 
movilidad electroforética permanece retardada hasta moléculas con ΔC = 8. Por otra parte, 
durante esta segunda dimensión, el comportamiento de los CatAs es también llamativo. Su 
movilidad electroforética se retarda para las primeras moléculas con ΔC = 2-4 pero, a 
partir de entonces, ganan rápidamente movilidad con cada ΔC adicional. Para Scds, la 
movilidad electroforética de los topoisómeros con ΔC creciente permanece bastante 
constante hasta ΔC = 6, 8 y 14 en los geles a 5,0, 5,8 y 6,6 V/cm, respectivamente. 
 
 En resumen, durante la segunda dimensión, conforme aumenta el voltaje a una 
concentración de agarosa constante (1,0%), los topoisómeros con incrementos de ΔC se 
comportan de manera diferente según la población a la que pertenecen. Para moléculas 
con bajo ΔC (>2-4 <10-15), los CatAs ganan movilidad electroforética rápidamente, los 









Figura 22. Comparación de la movilidad electroforética relativa de los diferentes topoisómeros 
durante la primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión ocurrió a diferentes voltajes. A: 
Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la primera dimensión en geles de 0,4% de 
agarosa y 1,0 V/cm. B: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda 
dimensión en geles de 1,0% de agarosa y 5,0 V/cm. C: Gráfica comparativa de las tres familias de 
topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa y 5,8 V/cm. D: Gráfica 
comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa 
y 6,6 V/cm. La movilidad electroforética relativa (referida a la movilidad de las moléculas con aumento de 
ΔC dentro de cada familia, expresada con respecto a la movilidad mostrada por el miembro más simple de la 
familia) se expresa en función de la complejidad topológica (ΔC) en el eje de abscisas y de la distancia 
recorrida en mm/h en el eje de ordenadas. En la leyenda se indican las figuras analizadas para la obtención 
de los datos. Los encadenados (CatAs) se representan en verde claro, los dímeros superenrollados (Scds) en 














4.1.3. Análisis de la movilidad electroforética de moléculas superenrolladas, 
encadenadas y anudadas a diferentes concentraciones de agarosa en la segunda 
dimensión 
 
 Para analizar el papel de la concentración de agarosa durante la segunda dimensión 
en las tres familias de topoisómeros, se utilizó la electroforesis bidimensional en la que la 
segunda dimensión tuvo lugar en geles al 0,8, 1,0 y 1,2% de agarosa siempre a un voltaje 
de 5,0 V/cm. En la Figura 23 se muestran las diferentes inmunodetecciones obtenidas con 
sus respectivos diagramas interpretativos donde los Scds se representan en azul, los CatAs 
en verde claro y los Knds en magenta. Con las inmunodetecciones se calculó la movilidad 
electroforética de los diferentes topoisómeros. A partir de estos datos, se realizaron las 
gráficas comparativas de la movilidad electroforética de las diferentes familias de 
topoisómeros durante la primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión 
ocurrió en geles con las diferentes concentraciones de agarosa mencionadas (Figuras 24 y 
25). En las gráficas, la movilidad electroforética se expresa en función de ΔC en el eje de 
abscisas y de la distancia recorrida en mm/h en el eje de ordenadas.  
 
 Como se puede observar en las Figura 23-25, el efecto de la concentración de 
agarosa (a un voltaje constante de 5,0 V/cm) durante la segunda dimensión es 
significativamente diferente para cada familia. Comparando los geles con una 
concentración de 0,8 y 1,2% de agarosa, la movilidad electroforética de CatAs y Scds con 
ΔC = 1, decrece de 5,60 y 9,25 mm/h a 0,64 y 2,59 mm/h, respectivamente. En el caso de 
un nudo trefoil de dímeros (ΔC = 3), su movilidad electroforética decrece de 7,40 mm/h a 
1,45 mm/h.  
 
 En la Figura 25 se representan las gráficas con los datos de movilidad relativa de 
los diferentes topoisómeros. Durante la segunda dimensión, para moléculas encadenadas y 
anudadas con bajo ΔC, la movilidad electroforética es inversamente proporcional a su ΔC, 
efecto también observado en los experimentos realizados a diferentes voltajes (Figura 22). 









Figura 23. Inmunodetecciones de mezclas de muestras de DNAs analizadas por electroforesis 
bidimensional donde la segunda dimensión se realizó a un voltaje de 5,0 V/cm en diferentes 
concentraciones de agarosa. A: Mezcla de dímeros superenrollados (Scds) y dímeros anudados (Knds) B: 
Mezcla de Scds y monómeros encadenados (CatAs). A la izquierda se muestran las condiciones de la 
electroforesis. A la derecha de cada inmunodetección se coloca un diagrama interpretativo. Los Scds se 




familias adquieren formas similares, teniendo menor movilidad electroforética en los tres 
casos. La separación de las tres familias es mayor a una concentración de 0,8% de agarosa 
a 5,0 V/cm (Figura 25B), si bien esta separación es inferior a la observada en la Figura 








   
Figura 24. Comparación de la movilidad electroforética de los diferentes topoisómeros durante la 
primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión ocurrió en diferentes concentraciones de 
agarosa. A: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la primera dimensión en geles 
de 0,4% de agarosa y 1,0 V/cm. B: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la 
segunda dimensión en geles de 0,8% de agarosa y 5,0 V/cm. C: Gráfica comparativa de las tres familias de 
topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa y 5,0 V/cm. D: Gráfica 
comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,2% de agarosa 
y 5,0 V/cm. La movilidad electroforética de los diferentes topoisómeros se expresa en función de su 
complejidad topológica (ΔC) en el eje de abscisas y de la distancia recorrida en mm/h en el eje de ordenadas. 
En la leyenda se indican las figuras analizadas para la obtención de los datos. Los encadenados (CatAs) se 





 Los resultados obtenidos variando el voltaje o la concentración de agarosa durante 
la segunda dimensión indican que la contribución de un aumento de ΔC a la movilidad 
electroforética difiere para los Scds, CatAs y Knds dependiendo de las condiciones de 
electroforesis aplicadas. Con los resultados presentados, proponemos que para moléculas 
circulares de ≈ 8000 pb la mejor manera de distinguir las tres familias de topoisómeros es 
correr la primera dimensión en un gel al 0,4% de agarosa a 1,0 V/cm y la segunda 










Figura 25. Comparación de la movilidad electroforética relativa de los diferentes topoisómeros 
durante la primera y segunda dimensión donde la segunda dimensión ocurrió en diferentes 
concentraciones de agarosa. A: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la 
primera dimensión en geles de 0,4% de agarosa y 1,0 V/cm. B: Gráfica comparativa de las tres familias de 
topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 0,8% de agarosa y 5,0 V/cm. C: Gráfica 
comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda dimensión en geles de 1,0% de agarosa 
y 5,0 V/cm. D: Gráfica comparativa de las tres familias de topoisómeros durante la segunda dimensión en 
geles de 1,2% de agarosa y 5,0 V/cm. La movilidad electroforética relativa (referida a la movilidad de las 
moléculas con aumento de ΔC dentro de cada familia, expresada con respecto a la movilidad mostrada por el 
miembro más simple de la familia) se expresa en función de la complejidad topológica (ΔC) en el eje de 
abscisas y de la distancia recorrida en mm/h en el eje de ordenadas. En la leyenda se indican las figuras 
analizadas para la obtención de los datos. Los encadenados (CatAs) se representan en verde claro, los 














4.2. Estudio de la dinámica de los cambios topológicos durante la replicación de 
plásmidos bacterianos 
 
 Para comprobar si las horquillas de replicación pueden girar libremente in vivo 
durante la replicación, se analizó, por electroforesis bidimensional, la topología de tres 
plásmidos derivados de pBR322 con la secuencia terminadora de la replicación TerE 
situada a diferentes distancias del origen ColE1 (véase el apartado 3.4 de Materiales y 
Métodos). El bloqueo del progreso de la horquilla en estos plásmidos, denominados pBR-
TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI, conduce a la acumulación de una masa 
1,26, 1,60 y 1,80 veces la masa de las moléculas no replicadas, respectivamente. Estos 
plásmidos se aislaron de dos estirpes de E coli que se diferencian en presentar la Topo IV 
activa o inactiva in vivo. El efecto de esta enzima sobre la torsión de los RIs plasmídicos, 
nos permitirá discutir sobre la dinámica de la topología durante la replicación. Las estirpes 
de E. coli utilizadas fueron DH5αF´ y parE10. La estirpe parE10 se caracteriza por tener 
una mutación termosensible para la Topo IV, además de ser recA- (Kato et al., 1990; 
Zechiedrich et al., 1997). La estirpe W3110, isogénica de parE10, fue descartada por ser 
una estirpe recA+ (Kato et al., 1990) y los multímeros generados complicarían la 
identificación de los RIs en las inmunodetecciones. Decidimos usar la estirpe DH5αF′ que 
es recA-, con lo que se evita la formación de multímeros (Martin-Parras et al., 1991, 
1992). Esta estirpe porta la mutación gyrA96 confiriendo a la DNA girasa resistencia 
frente a la norfloxacina pero no altera el nivel de superenrollamiento (-) de los plásmidos 
(Zechiedrich et al., 1997). En distintos estudios se observa que el nivel de 
superenrollamiento (-) de los plásmidos en la estirpe W3110 es el mismo que en la estirpe 
DH5αF′ (Mayan-Santos et al., 2007; Zechiedrich et al., 2000) con lo que el uso de esta 
última es aceptable para nuestro estudio.  
 
 
4.2.1. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células DH5αF′ mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa 
 
 Se analizaron los RIs de los tres plásmidos aislados de células DH5αF′ de E. coli 
en crecimiento exponencial y se confirmó, mediante electroforesis bidimensional en geles 





la secuencia TerE. En la Figura 26 se muestran las inmunodetecciones obtenidas y, a la 
derecha de cada una, su esquema interpretativo. La señal de la parte inferior derecha de 
todas las inmunodetecciones corresponde a las formas superenrolladas de los monómeros 
que no estaban replicando en el momento en el que se detuvo el cultivo, los CCCs 
(Martin-Parras et al., 1998; Schvartzman et al., 1990). Cuando estas moléculas sufren 
roturas de cadena sencilla durante la extracción del DNA dan lugar a moléculas relajadas, 
los OCs. Los CCCs también pueden sufrir roturas durante la primera dimensión y la 
segunda dimensión, apareciendo en las inmunodetecciones un rastro horizontal y vertical, 
respectivamente. Ambos rastros hacen que los CCCs formen un ángulo recto con los OCs. 
En el vértice de ese ángulo recto se detecta una señal discreta y tenue correspondiente a 
moléculas que sufrieron roturas de cadena sencilla entre la primera y la segunda 
dimensión. En la inmunodetección de pBR-TerE@StyI se observa un segundo ángulo 
recto desplazado ligeramente hacia la izquierda y hacia arriba del primero, 
correspondiente a los CCCs y OCs parcialmente replicados con la horquilla detenida en el 
sitio TerE de pBR-TerE@StyI denominados CCRIs (intermediarios de replicación 
covalentemente cerrados) y OCRIs (intermediarios de replicación relajados). En los otros 
dos plásmidos los CCRIs describen un arco. En el caso de pBR-TerE@AatII, el arco se 
extiende desde la parte superior izquierda de la inmunodetección hasta la zona inferior y a 
la derecha de los OCs. En pBR-TerE@DraI el arco ocupa la zona central de la 
inmunodetección y se sitúa por encima de los OCs. Cada uno de los elementos de esos 
arcos es un topoisómero con distinto grado de superenrollamiento y, tanto su movilidad 
electroforética como su abundancia relativa, aumentan de forma directamente 
proporcional a su superenrollamiento. 
 
 Comparando las tres inmunodetecciones se observa que las señales 
correspondientes a las formas no replicadas (CCCs y OCs) presentan la misma movilidad 
electroforética ya que los tres plásmidos tienen tamaños muy similares (pBR-TerE@StyI 
4385 pb, pBR-TerE@AatII 4449 pb, y pBR-TerE@DraI 4433 pb). En cambio, la 
movilidad de las moléculas parcialmente replicadas varía de acuerdo con el tamaño de la 
porción replicada (Olavarrieta y cols., 2002c). Por ello, la movilidad electroforética de los 
OCRIs varía en los tres plásmidos ya que sus masas son 5525 pb en pBR-TerE@StyI, 
7118 pb en pBR-TerE@AatII y 7979 pb en pBR-TerE@DraI. Dicho tamaño condiciona, 





un plásmido con la horquilla detenida en StyI, AatII o DraI. En pBR-TerE@StyI el arco de 
CCRIs, representado en rojo en el diagrama interpretativo, aparece sólo como unos pocos 
topoisómeros, cerca de los CCCs. Sin embargo, en pBR-TerE@AatII los CCRIs aparecen 
como un arco formado por una serie de varios topoisómeros que se extienden desde un 
punto con una movilidad en segunda dimensión ligeramente mayor que las OCs hasta los 
OCRIs. En pBR-TerE@DraI el arco de CCRIs se visualiza como una serie de 
topoisómeros que se extienden desde un punto con una movilidad en segunda dimensión 
ligeramente inferior a los OCs hasta los OCRIs. En este caso, el arco de topoisómeros 




Figura 26. Inmunodetecciones correspondientes a los geles bidimensionales de las formas intactas de 
los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI aisladas de células DH5αF′ de E. 
coli. A la derecha de cada inmunodetección se muestra un esquema interpretativo en donde las señales de las 
formas no replicadas se representan en negro y las señales de las moléculas parcialmente replicadas se 





4.2.2. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células parE10 mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa 
 
 En la Figura 27 se muestran las inmunodetecciones correspondientes al análisis 
mediante electroforesis bidimensional de RIs de los tres plásmidos crecidos en células 
parE de E.coli. La estirpe parE10 posee una mutación termosensible en el gen parE, de 
manera que a la temperatura permisiva de 30 ºC la Topo IV está activa pero a la 
temperatura restrictiva de 43 ºC se inactiva. Una vez que los cultivos alcanzaron la fase 
de crecimiento exponencial se cambiaron a la temperatura restrictiva (43 ºC) durante una 
hora. La movilidad electroforética de las formas no replicadas para los tres plásmidos no 
muestra diferencias con respecto a la obtenida de las células DH5αF′ (Figura 26) si bien 
se sabe que los plásmidos no replicados aislados de células con la Topo IV inactiva están 
ligeramente más negativamente superenrollados que los aislados de células con la Topo 
IV activa. En el plásmido pBR322 aislado de células con Topo IV, la moda es el 
topoisómero ΔLk = -27 mientras que aislado de células sin Topo IV es -31 (Mayan-
Santos et al., 2007; Zechiedrich et al., 2000). Aproximadamente el 20% de los plásmidos 
escapan al bloqueo de la replicación de Ter-Tus y pueden completar la replicación, 
aunque sin Topo IV son incapaces de segregar, acumulándose moléculas encadenadas 
(Adams et al., 1992; Lopez et al., 2012). En las tres inmunodetecciones se aprecian los 
tres tipos de encadenados: CatAs (muy minoritarios debido a que su formación se debe a 
una excesiva rotura en el proceso de extracción del DNA), CatBs y CatCs representados 
como arcos verdes en los esquemas interpretativos. Estas señales sirven como control 
para confirmar la inhibición de la Topo IV. En cuanto a los arcos de CCRIs de pBR-
TerE@StyI y pBR-TerE@DraI no se observan diferencias significativas al compararlos 
con los aislados de las células DH5αF′ de la Figura 26. Sin embargo, el patrón 
correspondiente al arco de CCRIs de pBR-TerE@AatII es significativamente diferente. 
La mayoría de los topoisómeros muestran una elevada movilidad electroforética durante 
la segunda dimensión. Esta observación indica que, al menos para pBR-TerE@AatII, los 
CCRIs aislados de células parE10 (con la Topo IV inactiva in vivo) están más 











Figura 27. Inmunodetecciones correspondientes a los geles bidimensionales de las formas intactas de 
los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI aislados de células parE10 de E. 
coli crecidas durante 1 hora a 43 ºC una vez alcanzada la fase de crecimiento exponencial. A la derecha 
de cada inmunodetección se muestra un esquema interpretativo en donde las señales de las formas no 
replicadas se representan en negro, las señales de las moléculas parcialmente replicadas en rojo y los tres 








4.2.3. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células DH5αF′ en presencia de Chl en segunda dimensión 
  
 Para comparar con mayor resolución la tensión torsional de todos los RIs, se 
analizaron los CCRIs en geles bidimensionales de agarosa en donde la segunda dimensión 
se realizó en presencia de 5 µg/ml de Chl. La elección de dicha concentración se llevó a 
cabo teniendo en cuenta resultados de trabajos previos (Martinez-Robles et al., 2009; 
Olavarrieta et al., 2002c). Como se mencionó en la Introducción, la Chl es una molécula 
planar de pequeño tamaño que se intercala entre las hélices del DNA, provocando un 
desenrollamiento parcial de la molécula en el sitio en el que se intercala. Esta 
intercalación, por tanto, cambia el Tw de la molécula. En el caso de los plásmidos 
bacterianos que están (-) superenrollados, este desenrollamiento lleva una disminución del 
superenrollamiento (-) hasta que los plásmidos se relajan. A partir de ese momento, la 
incorporación de cantidades crecientes del agente intercalante hace que los plásmidos 
adquieran superenrollamiento (+) (Bauer and Vinograd, 1968; Olavarrieta et al., 2002c). 
 
 A diferencia de lo que ocurre con las formas no replicativas, cuando se analizan en 
geles bidimensionales RIs con las horquillas detenidas, los CCRIs no adquieren 
superenrollamiento (+). En estos intermediarios se produce un retroceso de las horquillas 
de replicación generando moléculas con un cuarto brazo (Fierro-Fernandez et al., 2007a; 
Fierro-Fernandez et al., 2007b; Olavarrieta et al., 2002c; Postow et al., 2001). Los CCRIs 
con horquillas en retroceso muestran la misma movilidad electroforética que los OCRIs. 
La Chl no afecta a la movilidad electroforética de los OCs y OCRIs puesto que no son 
dominios topológicamente cerrados y por tanto, no hay superenrollamiento que pueda 
variar debido al agente intercalante. En nuestro caso, la Chl debería afectar de forma 
diferente a las moléculas que no han replicado que a las parcialmente replicadas y, dentro 
de este último grupo, debería afectar más a pBR-TerE@StyI que a pBR-TerE@DraI ya 
que el intercalamiento sólo tiene efecto en la región superenrollada de los RIs (Lopez et 
al., 2012; Olavarrieta et al., 2002c), siendo ésta mayor en el caso del primer plásmido. 
 
 En la Figura 28 se ilustran las tres inmunodetecciones obtenidas de los tres 
plásmidos aislados de células DH5αF′ y analizados por electroforesis bidimensional. A la 








Figura 28. Inmunodetecciones correspondientes a los geles bidimensionales de las formas intactas de 
los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI aislados de células DH5αF′ de E. 
coli en los que la segunda dimensión transcurrió en presencia de 5 µg/ml de Chl. A la derecha de cada 
inmunodetección se muestra un esquema interpretativo en donde las señales de las formas no replicadas se 







el efecto de la Chl en las moléculas no replicadas, CCCs, fue similar en los tres casos. Sin 
embargo, el efecto en la forma de los arcos correspondientes a CCRIs fue diferente en 
cada plásmido. Para pBR-TerE@StyI, la movilidad electroforética de los CCRIs cambia 
de una manera similar a la que se observa en los CCCs. Teniendo en cuenta que los CCRIs 
no pueden recuperar movilidad electroforética después de haber perdido todo su 
superenrollamiento (-) nativo (Fierro-Fernandez et al., 2007b; Olavarrieta et al., 2002c), se 
puede concluir que la mayoría de los CCRIs de pBR-TerE@StyI están próximos a un   
ΔLk = 0. Para pBR-TerE@AatII, el arco de CCRIs cambia su forma drásticamente, 
pasando de un arco curvo en ausencia de Chl (Figura 26) a un arco con un ángulo agudo 
en presencia del agente intercalante. En el caso de pBR-TerE@DraI, el cambio en la 
forma del arco es sutil.  
 
 
4.2.4. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células parE10 en presencia de Chl en segunda dimensión 
  
 Analizamos en presencia de Chl durante la segunda dimensión, los RIs de los tres 
plásmidos aislados, esta vez, de células parE10 de E. coli en las que se había inactivado in 
vivo la Topo IV cambiando el cultivo a la temperatura restrictiva de 43 ºC.  
 
 Las inmunodetecciones se muestran en la Figura 29 acompañadas a la derecha de 
su correspondiente esquema ilustrativo. El efecto de la Chl en las moléculas no replicadas, 
CCCs, fue similar en los tres casos. Los CCRIs de pBR-TerE@StyI no llegan a estar 
completamente relajados y la mayoría de los topoisómeros muestran una movilidad 
electroforética mayor que los OCRIs. En el caso de pBR-TerE@AatII, la forma del arco 
de CCRIs no es tan abrupta como ocurre en las moléculas aisladas de células DH5αF′ que 
se muestran en la Figura 28. La mayoría de los CCRIs permanecen todavía torsionados y, 
por tanto, con una movilidad electroforética superior a la de los OCRIs. Por último, en 
pBR-TerE@DraI, el cambio en la forma del arco fue, de nuevo, sutil. Todas estas 
observaciones sugieren que los CCRIs aislados de parE10 están más torsionados que los 
aislados de DH5αF′. Debido al tamaño de las regiones no replicadas el efecto de la Chl es 
notable para pBR-TerE@StyI, menos aparente para pBR-TerE@AatII y casi insignificante 








Figura 29. Inmunodetecciones correspondientes a los geles bidimensionales de las formas intactas de 
los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI aislados de células parE10 de E. 
coli crecidas durante 1 hora a 43 ºC en los que la segunda dimensión transcurrió en presencia de 5 
µg/ml de Chl. A la derecha de cada inmunodetección se muestra un esquema interpretativo en donde las 
señales de las formas no replicadas se representan en negro y las señales de las moléculas parcialmente 







4.2.5. Comparación de los RIs anudados de los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-
TerE@AatII y pBR-TerE@DraI aislados de células DH5αF′ y parE10 
 
 Recientemente se ha demostrado que la tensión torsional reduce la probabilidad de 
que la Topo IV genere nudos en RIs plasmídicos (Lopez et al., 2012; Schvartzman et al., 
2013a; Witz et al., 2011a, b; Witz and Stasiak, 2010). Por otro lado, el nivel de 
anudamiento del DNA es proporcional a la masa molecular (Olavarrieta et al., 2002b). 
Para analizar, con otro abordaje, si los CCRIs de plásmidos aislados de parE10 están más 
torsionados que los aislados de DH5αF′, se decidió medir el anudamiento del DNA en la 
región replicada de los RIs aislados de ambas estirpes. Para identificar los nudos, 
digerimos los RIs de los tres plásmidos con la enzima AlwNI que los corta fuera de la 
región replicada (véanse las Figuras 6, 7 y 8 en Materiales y Métodos). Al cortar fuera de 
la burbuja que se acumula cuando la horquilla se detiene al llegar a la secuencia TerE, las 
moléculas resultantes son moléculas lineales de DNA conteniendo una burbuja interna. En 
una electroforesis bidimensional se detectan, además, unas señales discretas a modo de 
cuentas de collar que corresponden a burbujas anudadas o RIs anudados (Santamaria et al., 
2000a; Sogo et al., 1999; Viguera et al., 1996). En la Figura 30 se muestra el resultado de 
la electroforesis bidimensional para cada uno de los tres plásmidos aislados de la estirpe 
DH5αF′ (con la Topo IV activa in vivo) y en la Figura 31 se muestra el resultado de los 
plásmidos aislados de la estirpe ParE10 crecidos a la temperatura restrictiva durante la 
última hora (con la Topo IV inactiva in vivo). En todos los casos, en la parte inferior 
derecha de las inmunodetecciones aparece una señal intensa correspondiente a las 
moléculas lineales. La señal que le sigue en intensidad y que está desplazada a la izquierda 
se debe a RIs acumulados con una burbuja interna no anudada (Santamaria et al., 1998; 
Santamaria et al., 2000a; Viguera et al., 1996). Las señales en forma de cuentas de collar 
que aparecen hacia la derecha de los RIs acumulados corresponden a burbujas anudadas 
(Santamaria et al., 2000a; Sogo et al., 1999; Viguera et al., 1996). Como se puede 
observar, la movilidad electroforética de las señales de burbujas anudadas difiere 
ligeramente para cada uno de los tres plásmidos. Esta señal se extiende a la derecha y 
hacia abajo de las burbujas acumuladas no anudadas en pBR-TerE@StyI, a la derecha y 
curvada por encima de las burbujas no anudadas en pBR-TerE@AatII, y a la derecha y 







Figura 30. Análisis de los RIs de los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células de células DH5αF′ de E. coli y digeridos con AlwNI. A la izquierda se muestran las 
inmunodetecciones de las electroforesis bidimensionales de cada plásmido junto con su esquema 
interpretativo. Las inmunodetecciones fueron escaneadas y la región donde migraron las burbujas no 
anudadas (en rojo) y anudadas (en azul) fue analizada por densitometría para determinar la proporción de 
estas últimas. Los perfiles densitométricos resultantes se muestran a la derecha con la proporción de 
burbujas anudadas en cada caso. 
 
dimensión, en la que la electroforesis transcurre en un gel de baja concentración de 
agarosa y bajo voltaje, la movilidad de las burbujas anudadas depende de su masa. Sin 
embargo, durante la segunda dimensión, en la que la electroforesis transcurre en un gel de 
alta concentración de agarosa y a alto voltaje, la movilidad aumenta en función de su 
complejidad, es decir, en función del tamaño de la burbuja y del número de cruces que 
tengan los nudos de la misma (Olavarrieta et al., 2002a; Stasiak et al., 1996).  
  
 Las señales correspondientes a las burbujas anudadas y no anudadas se 
cuantificaron por densitometría (Lopez et al., 2012; Olavarrieta et al., 2002a). Los perfiles 







Figura 31. Análisis de los RIs de los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aislados de células parE10 de E. coli crecidas durante 1 hora a 43 ºC una vez alcanzada la fase de 
crecimiento exponencial y digeridos con AlwNI. A la izquierda se muestran las inmunodetecciones de las 
electroforesis bidimensionales de cada plásmido junto con su esquema interpretativo. Las 
inmunodetecciones fueron escaneadas y la región donde migraron las burbujas no anudadas (en rojo) y 
anudadas (en azul) fue analizada por densitometría para determinar la proporción de estas últimas. Los 




 Estos resultados demuestran que el número y complejidad de burbujas anudadas 
aumentan con el tamaño de la burbuja (Olavarrieta et al., 2002b): es mayor en el caso de 
pBR-TerE@DraI y menor en el de pBR-TerE@StyI. Además, comparando cada plásmido 
en ambas estirpes (DH5αF′ y parE10) se observa que el porcentaje de burbujas anudadas 
es mayor cuando el DNA es aislado de las células DH5αF′. Dicho de otro modo, la 
inhibición de la Topo IV produce una ligera disminución de la señal de burbujas anudadas, 
indicando que el grado de pre-encadenamiento es mayor en los plásmidos aislados de las 






4.3. Estudio de la replicación, segregación y transcripción de minicromosomas 
circulares y lineales en S. cerevisiae  
 
 Cuando las moléculas de DNA se separan mediante electroforesis, las moléculas 
circulares generan una serie de bandas correspondientes a formas superenrolladas y 
relajadas mientras que las moléculas lineales, carentes de superenrollamiento, dan lugar a 
una única banda. Recientemente, se ha observado que la naturaleza circular o lineal de los 
cromosomas afecta a procesos fundamentales del DNA como son su replicación y 
transcripción (Joshi et al., 2010). Además, el estrés topológico inducido por la replicación 
se ve influido por el tamaño de los cromosomas (Kegel et al., 2011). Por lo tanto, aunque 
las topoisomerasas son esenciales durante la replicación y transcripción del DNA (Brill 
and Sternglanz, 1988), es posible que minicromosomas lineales no necesiten 
topoisomerasas para replicar ni segregar. En el laboratorio se estableció un modelo con 
dos minicromosomas derivados de pRS316 en S. cerevisiae: uno en forma circular y otro 
en forma lineal. Estudiamos la replicación y segregación de esos minicromosomas en 
células sincronizadas de S. cerevisiae. (Kegel et al., 2011). Además, la estirpe de              
S. cerevisiae empleada tiene un sistema degrón inducible por temperatura (Dohmen et al., 
1994) con el que podremos analizar las consecuencias de la eliminación de la Topo 2. 
 
 
4.3.1. Construcción de minicromosomas artificiales circulares y lineales  
 
 Basándonos en trabajos previos sobre la construcción de cromosomas artificiales 
de levaduras o YACs (Murray and Szostak, 1983; Szostak and Blackburn, 1982) se 
construyeron dos cromosomas artificiales: uno circular -pYAC_MEM- (Figura 32A), y 
otro lineal -YAC_MEM- (Figura 32B). La construcción detallada se explica en el apartado 
3.4 de Materiales y Métodos. En resumen, el minicromosoma pYAC_MEM se generó a 
partir del minicromosoma circular pRS316 que contiene el origen de replicación ARS4, la 
secuencia de DNA centromérica CEN6 y el marcador de selección para auxotrofía URA3. 
En el sitio de restricción XhoI se clonó una región de 3,1 kb que contenía en los extremos 
repeticiones teloméricas de Tetrahymena thermophila y en el centro el gen de histidina 
(HIS3). Este fragmento se obtuvo mediante una digestión del minicromosoma pYAC-RC 





secuencias del fago λ, L1 y L2, a ambos lados de las repeticiones teloméricas para la 
posterior inmunodetección no radiactiva. Finalmente, el minicromosoma circular 
pYAC_MEM se digirió in vitro con la enzima de restricción BamHI para obtener el 




Figura 32. Mapas de los minicromosomas pYAC_MEM y YAC_MEM. Nombre, masa e ilustración 
esquemática de los elementos más relevantes y de los sitios de reconocimiento de enzimas de restricción de 
pYAC_MEM (A) y de YAC_MEM (B).  
 
 
 Realizamos estudios de replicación y segregación en ambos minicromosomas 
(pYAC_MEM y YAC_MEM). Una vez obtenidas ambas construcciones en E. coli se 
utilizaron para transformar células de la estirpe top2-td de S. cerevisiae (Figura 33A). 
Dicha estirpe es portadora de una mutación de tipo degrón en la Topo 2, la cual permite su 
degradación en condiciones de crecimiento restrictivo (véase el apartado 3.2.2.1 de 
Materiales y Métodos). La tasa de transformación con la forma circular del 
minicromosoma fue de 5.600 colonias por μg de DNA mientras que para la forma lineal se 
obtuvieron 2.300 colonias por μg de DNA. Surgieron dificultades para obtener colonias 





mismos (Enomoto et al., 1994). En el Southern blot de comprobación de la transformación 
con YAC_MEM (Figura 33B) se ilustra este problema. De las 11 colonias analizadas 
menos del 30% contenían la forma lineal intacta. Como control de transformación se 
utilizó el mismo minicromosoma aislado de E. coli. Finalmente, para evitar tener células 
con copias de nuestros minicromosomas integrados en el DNA genómico de las levaduras, 
se seleccionaron aquellas colonias en las que se comprobó que no tenían o tenían el menor 
posible DNA del minicromosoma comigrando con el DNA genómico de las levaduras. Se 
eligió la colonia número 5 de la transformación con pYAC_MEM mientras que para el 
caso del YAC_MEM se eligió la colonia número 2. 
  
 Con el YAC_MEM aislado de levaduras, se volvió a transformar la estirpe top2-td 
de levaduras y se comprobó que, en este caso, las 14 colonias estudiadas presentaban el 
minicromoma en su estado lineal. No se detectó recombinación ni recircularización al 
transformar la levadura con el minicromosoma lineal aislado directamente de levaduras 
(Figura 33C). 
 
 El DNA se organiza de manera diferente en procariotas y eucariotas y esto afecta a 
la topología del mismo (Germond et al., 1975). Para estudiar estas diferencias se realizó 
un Southern comparativo de las movilidades electroforéticas de las formas circulares y 
lineales de los minicromosomas aislados de E. coli y S. cerevisiae. Como se puede 
observar en el gel unidimensional de la Figura 33D, los minicromosomas presentan un 
comportamiento electroforético distinto dependiendo de su procedencia. Así, el 
cromosoma circular aislado de E. coli presenta mayor movilidad electroforética con 
respecto al cromosoma circular aislado de S. cerevisiae. Este aumento en la movilidad 
electroforética es debido al mayor superenrollamiento (-) que presentan los plásmidos 
bacterianos con respecto a sus homólogos en levaduras (Mayan-Santos et al., 2007). Por 
otro lado, la diferencia de movilidad observada en el cromosoma lineal, es consecuencia 
de la adición de repeticiones teloméricas por parte de la telomerasa de la levadura 
(Shampay et al., 1984), incrementando su tamaño y migrando, por tanto, a una altura 












Figura 33. Estudio de la transformación de células de E. coli y S. cerevisiae con pYAC_MEM y 
YAC_MEM. A: Inmunodetección del Southern de comprobación de la transformación de células de la 
estirpe top2-td con pYAC_MEM. Se examinaron 5 colonias crecidas en placa en condiciones de auxotrofía 
para el gen URA3. El DNA extraído se digirió con la enzima de restricción XhoI (I = DNA intacto, D = DNA 
digerido). Como control se utilizó pYAC_MEM aislado de E. coli. B: Inmunodetección del Southern de 
comprobación de la transformación de células de la estirpe top2-td con YAC_MEM extraído de E. coli. Se 
examinó el DNA de 11 colonias crecidas en placa en condiciones de auxotrofía para el gen URA3. Como 
control se utilizó YAC_MEM aislado de E. coli. C: Inmunodetección del Southern de comprobación de la 
transformación de células de la estirpe top2-td con el minicromosoma YAC_MEM extraído de S. cerevisiae. 
Se examinaron 14 colonias crecidas en condiciones de auxotrofía para el gen URA3. Como control se utilizó 
YAC_MEM aislado de E. coli. D: Inmunodetección del Southern comparativo de las transformaciones de 
















4.3.2. Estudio del ciclo celular de la estirpe top2-td de S. cerevisiae transformada con 
los minicromosomas pYAC_MEM y YAC_MEM en presencia y ausencia de Topo 2 
 
 Para estudiar los RIs y los productos de segregación (en presencia y ausencia de 
Topo 2) de los minicromosomas presentes en S. cerevisiae fue necesario sincronizar las 
levaduras. Los cultivos celulares en fase exponencial se sincronizaron en G1 con α-factor 
y se liberaron en fase S en condiciones permisivas o restrictivas. Con el objeto de 
comprobar la sincronía y la entrada en fase S, se recogieron alícuotas de las células en 
cultivo a distintos tiempos (0, 20, 40, 60 y 80 minutos) después de la liberación en la fase 
S. A continuación, se tiñeron con SYTOX®Green y se analizaron por citometría de flujo 
(Figura 34). Sólo se muestran las series correspondiente a las células transformadas con el 
minicromosoma circular, ya que no se observaron diferencias a nivel de ciclo celular entre 
la estirpe transformada con pYAC_MEM y con YAC_MEM. Los resultados obtenidos 
confirman trabajos anteriores (Baxter et al., 2011) indicando que en presencia de Topo 2 
(condiciones permisivas) se detecta a los 20 minutos la progresión en la fase S, 
acumulándose gradualmente células con contenido 2C. En ausencia de Topo 2 
(condiciones restrictivas) se aprecia un retraso en la entrada en fase S, tal como se observa 
al comparar el perfil con el de las células con Topo 2 después de 20 minutos. Sin embargo, 
este retraso se compensa y no se detectan diferencias significativas en el minuto 40. A los 
80 minutos, las células creciendo en condiciones restrictivas presentan contenidos en 
DNA ligeramente mayores que las células que crecen en condiciones permisivas. Esto 
puede deberse a defectos en la citoquinesis y a la conscuente aparición de células 
multinucleadas. Estos experimentos confirman que las células de levadura transformadas 
con los minicromosomas son capaces de completar la fase S en ausencia de Topo 2 
















Figura 34. Estudio de la sincronización celular y progresión en la fase S de la estirpe top2-td en 
presencia y en ausencia de Topo 2. Las células de la estirpe top2-td transformadas con pYAC_MEM en 
crecimiento exponencial se bloquearon con α-factor en la fase G1 del ciclo celular y se liberaron de forma 
sincrónica a la fase S en presencia (perfil izquierdo) y ausencia (perfil derecho) de Topo 2. Se recogieron 
muestras cada 20 minutos después de la liberación, se fijaron con etanol y se analizaron por citometría de 
flujo en presencia de SYTOX®Green. Se muestran los perfiles obtenidos; para una mejor comparación los 
perfiles de las células crecidas en condiciones permisivas se indican en color gris bajo los perfiles de las 





4.3.3. Análisis de la estabilidad mitótica y del número de copias de pYAC_MEM y 
YAC_MEM en S. cerevisiae 
 
 Los cromosomas de pequeño tamaño son inestables en levaduras (Murray et al., 
1986; Murray and Szostak, 1983; Szostak, 2010). Además, una pérdida de la función del 
centrómero convierte un elemento extracromosómico de copia única en un elemento 
multicopia (Enomoto et al., 1994).  
  
 Para determinar el número de copias de ambos minicromosomas después de más 
de 30 generaciones tras la transformación, se comparó, por densitometría, la señal 
generada por un gen cromosómico de copia única (URA3) con el mismo gen presente en 
los elementos extracromosómicos. En la Figura 35 se muestran los fragmentos de DNA 
extracromosómico (pYAC_MEM y YAC_MEM) y genómico digeridos con BamHI y 
XhoI analizados por electroforesis unidireccional. La inmunodetección obtenida de la 
electroforesis unidimensional fue analizada por densitometría. Los perfiles 
densitométricos de las bandas correspondientes a los fragmentos analizados se muestran 
en la parte inferior de la Figura 35. Se realizaron 3 análisis adicionales (no mostrados) con 
diferentes combinaciones de enzimas y la proporción obtenida del número de copias por 
célula fue de 1 a 2 para pYAC_MEM (la media fue de 1,4) y de 3 a 4 copias para 
YAC_MEM (media de 3,1). 
 
 Para comprobar si el aumento del número de copias del minicromosoma lineal se 
debía a una pérdida de la función del centrómero CEN6 (Enomoto et al., 1994), se estudió 
la estabilidad mitótica de los minicromosomas pYAC_MEM y YAC_MEM en la estirpe 
top2-td de S.cerevisiae durante 17 generaciones, tal y como se describe en el apartado 3.7 
de Materiales y Métodos. Se observó que los minicromosomas circulares se conservan en 
un 60% de las colonias mientras que los minicromosomas lineales en un 47%. Como 
control se estudió la estabilidad mitótica de plásmidos sin centrómero (pBB6) 










Figura 35. Estudio del número de copias de pYAC_MEM y YAC_MEM en S. cerevisiae. 
Inmunodetección del Southern para el análisis de los fragmentos analizados después de la digestión con 
BamHI y XhoI mediante la sonda URA3. La inmunodetección fue escaneada y las bandas correspondientes 
al fragmento de los minicromosomas y al fragmento del DNA genómico fueron analizadas por 
densitometría. Los perfiles densitométricos y la proporción del número de copias se muestran debajo. 
 
  
 Los resultados obtenidos confirman otros publicados previamente (Mann and 
Davis, 1986) e indican que, aunque los centrómeros son menos eficientes en los 
minicromosomas lineales, una proporción significativa de células mantienen copias de 
ambos minicromosomas de forma extracromosómica. 
 
  
4.3.4. Análisis de los RIs de pYAC_MEM y YAC_MEM  
 
 Para examinar la replicación de los minicromosomas, teniendo en cuenta que las 
células top2-td sincronizadas con α-factor completan la fase S 60 minutos después de su 
liberación (Baxter et al., 2011), decidimos recoger las células en el minuto 40 tras la 
liberación. Se aisló el DNA y se analizaron las formas intactas y digeridas por 






4.3.4.1. Análisis de los RIs de pYAC_MEM 
 
 Para el estudio de los RIs del minicromosoma circular, el DNA extraído se digirió 
con diferentes combinaciones de enzimas de restricción y se examinó por electroforesis 
bidimensional. En la Figura 32A se representa el mapa del pYAC_MEM sobre el que se 
indican los elementos más relevantes y los sitios de reconocimiento de las enzimas 
BamHI, SalI, SwaI, EcoRV y PvuI. Mediante las distintas combinaciones de enzimas, se 
generaron 6 fragmentos de estudio cuyos mapas se detallan en la parte inferior de la 
Figura 36. 
 
 Con el fin de analizar la replicación de dichos fragmentos se realizaron 
hibridaciones con las sondas L1 y L2 y se dividieron en dos grupos: los que contenían el 
ARS, lo que permitió realizar el análisis de la iniciación y progresión de las horquillas de 
replicación (Figura 37 A, B, C y D), y los que carecían de este elemento, lo que permitió 
el estudio de la progresión y terminación de las horquillas de replicación (Figura 37 E y 
F). 
 
 El fragmento pYAC_MEM BamHI-BamHI (Figura 37A) hibridado con la sonda 
L2 permitió examinar los patrones generados de los RIs de 6198 pb. En la Figura 37A se 
muestra la inmunodetección de la electroforesis bidimensional correspondiente al 
fragmento BamHI-BamHI realizada con la sonda L2 así como el diagrama interpretativo 
de las señales observadas. En color rojo se representa el arco de burbujas, en verde el arco 
de Y simples, en azul el arco de Y dobles, en morado el arco de recombinantes y en negro 
el arco de lineales. 
 
 Con el fin de interpretar el significado de las señales se utilizó el programa de 
simulación 2Dgels (Viguera et al., 1998). Este programa permite simular los patrones que 
generan los RIs de un fragmento determinado cuando se analizan por electroforesis 
bidimensional en geles de agarosa. Igualmente, permite predecir la forma de los RIs 
responsables de unos patrones específicos observados en una inmunodetección. Es esta 
última herramienta del programa la que usamos para averiguar cómo replican 








Figura 36. Mapas del minicromosoma pYAC_MEM y de los fragmentos generados tras su digestión 
con diferentes combinaciones de enzimas de restricción. Nombre, masa e ilustración esquemática de los 
elementos más relevantes y de los sitios de reconocimiento de enzimas de restricción de pYAC_MEM y de 
los diferentes fragmentos generados con las enzimas de restricción que se indican en cada caso. 
  
 
 En todos los casos se asumió que la replicación se inicia de forma bidireccional 
desde el origen ARS4. En el primer panel obtenido con el programa 2Dgels de la Figura 
37A y siguientes, se asumió que las horquillas se desplazan bidireccionalmente y a la 
misma velocidad sin impedimento alguno. Ninguno de los patrones de las 
inmunodetecciones obtenidas correspondía únicamente a este modelo. El fragmento 
BamHI-BamHI, según el modelo “sin impedimento” (primer panel), debería generar una 
señal de burbujas que se convierte en Y simple cuando el intermediario alcanza una masa 
de 1,85x (indicado por la flecha roja), al alcanzar la horquilla que se mueve en el sentido 
de las agujas del reloj el final del fragmento. El programa predijo que los patrones 





y coexistentes. Según el modelo llamado Cen-P (segundo panel), de centrómero 
permanente, la iniciación ocurre de manera bidireccional en el ARS. La horquilla que se 
mueve en sentido contrario a las agujas del reloj, se detiene en el centrómero CEN6 de 
forma permanente. En este caso, la horquilla que se desplaza en sentido de las agujas del 
reloj se desplaza por el minicromosoma hasta encontrarse con la horquilla detenida en 
CEN6. La transición de burbujas a Y dobles tiene lugar cuando el fragmento alcanza una 
masa 1,44x (indicado por la flecha azul). Esta señal de Y doble parte del arco de Y simple 
hacia el arco de recombinantes, con una inflexión en forma de gancho, debido a que su 
masa inicial es de 1,44x. El modelo llamado Cen-T (tercer panel), de centrómero 
temporal, asume que la horquilla que se desplaza en sentido contrario a las agujas del reloj 
sufre una parada transitoria cuando alcanza el CEN6 y continúa la replicación después de 
un período variable de tiempo. Por otro lado, la horquilla que se mueve a favor de las 
agujas del reloj se desplaza de manera uniforme lo que determina la transición de los 
intermediarios de burbuja a Y simple con una masa 1,43x (indicado por la flecha roja).  
 
 Para confirmar los modelos de replicación llamados Cen-P y Cen-T propuestos por 
el programa 2Dgels, estudiamos otros fragmentos con CEN6 y ARS4 en diferentes 
posiciones relativas. Para el fragmento BamHI-SalI (Figura 37B) de 5487 pb hibridado 
con la sonda L2, ambos modelos asumen que la transición ocurre con una masa de ~1,3x. 
Para el fragmento BamHI-EcoRV (Figura 37 C) de 4574 pb hibridado con L1 la transición 
ocurre con una masa de ~1,2x. El fragmento PvuI-PvuI (Figura 37D) de 4682 pb detectado 
con la sonda L1, presenta el ARS4 colocado cerca del extremo izquierdo del fragmento y 
ambos modelos predicen una señal de burbujas hasta una masa de 1,9x.  
 
 Analizando de nuevo la Figura 36, los fragmentos sin el ARS4 permiten el estudio 
de la progresión y terminación de las horquillas de replicación. Para el fragmento BamHI-
SwaI (Figura 37E) de 3242 pb y el fragmento PvuI-PvuI (Figura 37F) de 3284 pb los 
modelos predicen que la mayoría de los RIs consisten en una Y simple. El modelo Cen-T, 
asume que el bloqueo parcial en CEN6 sufrido por la horquilla que se desplaza en sentido 
contrario a las agujas del reloj permite la entrada de la otra horquilla en el fragmento en 
estudio por lo que la terminación tiene lugar en diferentes posiciones relativas cerca del 
extremo izquierdo. La señales generadas por infrecuentes y diferentes patrones de Y 







Figura 37. Análisis de los RIs de pYAC_MEM digeridos con diferentes combinaciones de enzimas 
mediante geles bidimensionales. Células top2-td transformadas con pYAC_MEM y sincronizadas en G1 se 
recogieron a los 40 minutos y se aislaron las formas replicativas. El DNA se digirió con distintas enzimas y 
se analizó por electroforesis bidimensional. En los paneles de la izquierda se muestran las 
inmunodetecciones de los RIs indicando las enzimas empleadas, el tamaño del fragmento y la sonda 
utilizada para la hibridación. A su derecha se muestran los respectivos esquemas interpretativos: en color 
rojo se representa el arco de burbujas, en verde el arco de Y simples, en azul el arco de Y dobles, en morado 
el arco de recombinantes y en negro el arco de lineales. En los paneles siguientes se muestran los RIs 
simulados con el programa 2DGels con sus respectivas masas indicadas a la izquierda de cada RI; en la parte 
superior se muestra un mapa del fragmento en estudio con el origen de replicación bidireccional en color 





4.3.4.2. Análisis de los RIs de YAC_MEM 
 
 Con el fin de identificar diferencias en la replicación de las formas circular y lineal 
del minicromosoma, se analizaron los RIs de YAC_MEM (Figura 38) para compararlos 
con los obtenidos de pYAC_MEM digerido con BamHI de la Figura 37A ya que 
contienen los mismos elementos y casi idéntico tamaño. La diferencia de tamaño es 
debida a que en el minicromosoma lineal YAC_MEM la telomerasa de levaduras añade 
secuencias teloméricas propias, aumentando ligeramente el tamaño del minicromosoma 





Figura 38. Mapa del minicromosoma YAC_MEM en S. cerevisiae. Nombre, masa e ilustración 
esquemática de los elementos más relevantes. 
 
 
 La inmunodetección de YAC_MEM aislado de células que han crecido en 
condiciones permisivas y la inmunodetección del mismo aislado de células que han 
crecido en condiciones restrictivas se muestran en la Figura 39A y B, respectivamente. 
Ambas inmunodetecciones se acompañan de un diagrama interpretativo. En los dos casos, 
con y sin Topo 2, los patrones de replicación fueron idénticos: un arco de burbujas casi 
completo y un arco de Y simple completo. La detección de un arco de burbujas 
prácticamente completo indica una iniciación de la replicación en el elemento ARS4 tal 
como aparece simulado en el primer panel. Por otra parte, la detección de un arco de Y 
simples completo indica la iniciación de la replicación en uno de los telómeros lo que 
determinaría una replicación unidireccional desde un extremo al otro del cromosoma 
lineal (segundo panel). Se observa que la señal del arco de Y simples es más intensa hacia 
el final de la replicación, conforme la masa de los RIs se acerca a 2,0x. Esto puede 
explicarse por la yuxtaposición de ambos patrones en esa región, como predice el 
programa de simulación 2Dgels, ya que la transición de burbuja a Y simple ocurre en una 








Figura 39. Análisis mediante geles bidimensionales de los RIs de YAC_MEM aislados de células top2-
td de S. cerevisiae en presencia y ausencia de Topo 2. Células top2-td transformadas con YAC_MEM 
crecidas en presencia (A) y ausencia (B) de Topo 2 y sincronizadas en G1 se recogieron a los 40 minutos 
tras la liberación en fase S y se aislaron las formas replicativas. El DNA intacto se analizó por electroforesis 
bidimensional. En los paneles de la izquierda se muestran las inmunodetecciones de los RIs detectados con 
la sonda L2. A su derecha se muestran sus respectivos esquemas interpretativos: en color rojo se representa 
el arco de burbujas, en verde el arco de Y simples, en morado el arco de recombinantes y en negro el arco de 
lineales. En los paneles siguientes se muestran los RIs simulados con el programa 2DGels con sus 
respectivas masas indicadas a la izquierda de cada RI; en la parte superior se muestra un mapa del fragmento 
en estudio con el origen de replicación bidireccional en color verde y el centrómero en magenta. 
 
 
4.3.5. Análisis de los productos de segregación de pYAC_MEM y YAC_MEM  
 
 Con el objeto de analizar cómo ocurre la segregación de los minicromosomas y en 
base a los perfiles obtenidos por citometría de flujo de la Figura 34, las células se 
recogieron en el minuto 80 después de la liberación en la fase S. Se aisló el DNA y se 
analizaron, mediante electroforesis bidimensional, tanto las formas intactas como las 
digeridas con una enzima de restricción de cadena sencilla. 
 
 
4.3.5.1. Análisis de los productos de segregación de pYAC_MEM 
 
 En la Figura 40 se muestran las inmunodetecciones de las formas intactas de 





condiciones permisivas (Figura 40A) se observan los topoisómeros de las formas 
monoméricas y diméricas, lo que indica que la Topo 2 desencadena eficientemente las 
cromátidas hermanas una vez la replicación ha tenido lugar. Por el contrario, en 
condiciones restrictivas (Figura 40B), además de formas monoméricas, se detectan las 
distintas especies de moléculas encadenadas (CatAs, CatBs y CatCs) lo cual indica que la 




Figura 40. Análisis mediante geles bidimensionales de los RIs de pYAC_MEM aislados de células 
top2-td de S. cerevisiae en presencia y ausencia de Topo 2. Células top2-td transformadas con 
pYAC_MEM crecidas en presencia (A) y ausencia (B) de Topo 2 y sincronizadas en G1 se recogieron a los 
80 minutos tras la liberación en fase S y se aislaron las formas replicativas. En los paneles de la izquierda se 
muestran las inmunodetecciones de los RIs detectados con la sonda L2. A su derecha se muestran sus 
respectivos esquemas interpretativos.  
 
 
 Para confirmar la naturaleza de las distintas formas topológicas observadas en la 
Figura 40, las muestras intactas de pYAC_MEM se trataron con la endonucleasa de 
restricción de cadena sencilla Nt.Bpu10I, y posteriormente se analizaron por electroforesis 
bidimensional. En presencia de Topo 2 (Figura 41A) se detectan, únicamente, OCms y 
OCds mientras que, en ausencia de Topo 2 (Figura 41B) las señales más evidentes son las 
correspondientes a CatAs. En ambos casos, la desaparición de la señal correspondiente a 








Figura 41. Análisis mediante geles bidimensionales de los RIs de pYAC_MEM aislados de células 
top2-td de S. cerevisiae en presencia y ausencia de Topo 2 y tratados con Nt.Bpu10I. Células top2-td 
transformadas con pYAC_MEM crecidas en presencia (A) y ausencia (B) de Topo 2 y sincronizadas en G1 
se recogieron a los 80 minutos de la liberación en fase S, se aislaron las formas replicativas y se trató con la 
endonucleasa de restricción de cadena sencilla Nt.Bpu10I. En los paneles de la izquierda se muestran las 
inmunodetecciones de los RIs detectados con la sonda L2. A su derecha se muestran sus respectivos 
esquemas interpretativos.  
  
 
4.3.5.2. Análisis de los productos de segregación de YAC_MEM 
 
 En la Figura 42 se muestran las inmunodetecciones de las formas intactas de 
YAC_MEM aisladas en el minuto 80 y detectadas utilizando la sonda L2. La única señal 
detectada corresponde a monómeros lineales, independientemente de la presencia o 
ausencia de Topo 2. Puesto que en el minuto 40 se observan RIs en ambos casos (Figura 
39), este resultado indica que los minicromosomas lineales son capaces de segregar tanto 




Figura 42. Análisis mediante geles bidimensionales de los productos de segregación de YAC_MEM. 
Inmunodetecciones correspondientes a la electroforesis bidimensional del DNA aislado de células top2-td 
transformadas con YAC_MEM y sincronizadas en el minuto 80 tras la liberación en fase S en presencia (A) 





4.3.6. Construcción de minicromosomas artificiales circulares y lineales con una 
barrera para las horquillas de replicación (RFB) y análisis de sus RIs 
 
 Para estudiar si, además del centrómero, otras barreras naturales también dependen 
del superenrollamiento, se clonó un fragmento conteniendo la barrera de la horquilla de 
replicación (RFB) del DNA ribosómico de levaduras en su orientación activa (Brewer and 
Fangman, 1988). La secuencia RFB se localiza en el espacio intergénico y a ésta se une la 
proteína FOB1; este complejo detiene las horquillas de replicación de manera polar 
(Kobayashi, 2003; Kobayashi and Horiuchi, 1996).  
 
 La construcción del minicromosoma se realizó como se detalla en el apartado 3.4 
de Materiales y Métodos. El minicromosoma circular pYAC_MEM_RFB+ de 8908 pb se 
digirió con la enzima BamHI para dar lugar a la forma lineal YAC_MEM_RFB+ de 7140 
pb. Los mapas de los dos minicromosomas con sus elementos más relevantes se muestran 
en la Figura 43A y B. Las células top2-td de S. cerevisiae transformadas con ambos 
minicromosomas se bloquearon con α-factor en G1 y se liberaron de forma sincrónica en 
la fase S en condiciones permisivas. Las células se recogieron 40 minutos después de la 
liberación, se aisló el DNA y los RIs se analizaron por electroforesis bidimensional. Las 
inmunodetecciones obtenidas se muestran en la columna de la izquierda de la Figura 43C 
con sus correspondientes diagramas interpretativos a su derecha. El programa de 
simulación 2DGels se utilizó para predecir la forma de los RIs obtenidos y los paneles de 
los modelos obtenidos se muestra a la derecha de los diagramas interpretativos de las 
inmunodetecciones.  
 
  El DNA aislado de pYAC_MEM_RFB+ se digirió con las enzimas BamHI y SwaI 
dando lugar a un fragmento de 3708 pb (Figura 43B). La inmunodetección obtenida del 
gel bidimensional de este fragmento se muestra en la Figura 43C. Se observan un arco de 
burbujas completo y un arco de Y simples también completo con dos acumulaciones sobre 
éste último. Estos patrones son explicables según tres posibles modelos generados por el 
programa 2DGels: 1) la replicación se inicia en el ARS4 de forma bidireccional y las 
horquillas avanzan sin impedimento, 2) la replicación comienza en el ARS4 y la horquilla 
que viaja en sentido contrario a las agujas del reloj se detiene permanentemente en CEN6 





replicación comienza en el ARS4 y la horquilla que se mueve en sentido contrario de las 
agujas del reloj permanece detenida transitoriamente en CEN6 mientras que la otra 
horquilla se detiene permanentemente en el primer o segundo sitio de la RFB. 
  
 El DNA aislado de YAC_MEM_RFB+ se analizó, en este caso, sin digerir, por lo 
que su tamaño era de, aproximadamente, 7140 pb (Figura 43B). En la inmunodetección 
correspondiente de la Figura 43C se observa un arco de burbujas completo y un arco de Y 
simples también completo con una acumulación sobre el mismo. Estos patrones son 
explicables según tres modelos generados por el programa 2DGels: 1) la replicación se 
inicia en el ARS4 de forma bidireccional y las horquillas avanzan sin impedimento, 2) la 
replicación empieza en el ARS4 y la horquilla que viaja en el sentido de las agujas del 
reloj se detiene permanentemente en la RFB, 3) la replicación comienza en el telómero y 
la horquilla que avanza hacia la derecha se detiene permanentemente en la RFB. 
 
 Los resultados obtenidos demostraron que la RFB funciona en ambos 




4.3.7. Estudio de la transcripición del gen URA3 en pYAC_MEM y YAC_MEM 
 
 Una observación directa de la transformación de las células top2-td de S. cerevisiae 
con los minicromosomas pYAC_MEM, YAC_MEM y sus variantes con RFB es que 
dichas células no pueden sobrevivir a menos que el gen URA3 de los minicromosomas 
transcriba de forma operativa. Beaurepaire y Chaconas han estudiado la expresión de 
varios genes presentes en los plásmidos circulares y lineales del genoma de Borrelia 
burgdorferi y han visto que la misma depende del contexto topológico en el que se 
encuentran (Beaurepaire and Chaconas, 2007). Por ello, decidimos analizar si en nuestro 
modelo de minicromosoma circular y lineal existen diferencias en la transcripción del gen 
URA3. 
 







Figura 43. Mapas de los minicromosomas pYAC_MEM_RFB+ y YAC_MEM_RFB+ y análisis 
mediante geles bidimensionles de los RIs de los dos fragmentos estudiados. A: Nombre, masa e 
ilustración esquemática de los elementos más relevantes y de los sitios de reconocimiento de enzimas de 
restricción de pYAC_MEM_RFB+. B: Nombre, masa e ilustración esquemática de los elementos más 
relevantes del fragmento pYAC_MEM_RFB+ digerido con SwaI y BamHI y de YAC_MEM_RFB+. C: 
Células top2-td transformadas con pYAC_MEM y sincronizadas en G1 se recogieron a los 40 minutos y se 
aislaron las formas replicativas. El DNA se digirió con distintas enzimas y se analizó por electroforesis 
bidimensional. En los paneles de la izquierda se muestran las inmunodetecciones de los RIs indicando las 
enzimas empleadas, el tamaño del fragmento y la sonda utilizada para la hibridación. A su derecha se 
muestran sus respectivos esquemas interpretativos: en color rojo se representa el arco de burbujas, en verde 
el arco de Y simples, en morado el arco de recombinantes y en negro el arco de lineales. En los paneles 
siguientes se muestran los RIs simulados con el programa 2DGels con sus respectivas masas indicadas a la 
izquierda de cada RI y en la parte superior se muestra un mapa del fragmento en estudio con el origen de 
replicación bidireccional en color verde, el centrómero en magenta y la barrera para la horquilla de 





 Para medir el nivel de expresión del gen URA3 se llevó a cabo una 
retrotranscripción del RNA de ambos minicromosomas seguida de PCR cuantitativa (RT-
qPCR). Se partió de dos cultivos independientes de células top2-td transformadas con 
pYAC_MEM o YAC_MEM creciendo en condiciones permisivas. Como control se utilizó 
un cultivo de células top2-td sin transformar. En la Figura 44A se muestran los resultados 
de las RT-qPCR. Se observó que el gen URA3 se expresa 2,2 veces más en el 
minicromosoma circular que en el lineal. Hay que recordar que el número de copias de 
ambos minicromosomas es diferente (apartado 4.3.3), habiendo más copias por célula del 
minicromosoma YAC_MEM (3,1) que del pYACMEM (1,4). Teniendo en cuenta este 
hecho se combinaron los datos para calcular la transcripción relativa de URA3 por copia 
del gen. De esta forma, el nivel de expresión en pYAC_MEM es 4,8 veces mayor que en 
YAC_MEM (Figura 44B). Los niveles de transcripción relativos mostrados en la Figura 
44A se calcularon usando la ecuación Pfaffl (Pfaffl, 2001) y el análisis estadístico se 
realizó con el programa de randomización de datos REST® el cual originó un p valor de 
0,002 indicando que existían diferencias significativas entre las 7 muestras analizadas.  
 
 Los resultados indican que el gen URA3 presenta un mayor nivel de transcripción 
cuando se encuentra superenrollado.  
 
 
Figura 44. Niveles relativos de transcripción del gen URA3 en pYAC_MEM y YAC_MEM. Células 
top2-td de S. cerevisiae en crecimiento asincrónico, en condiciones permisivas y transformadas con los 
minicromosomas pYACMEM o YACMEM se recogieron para su posterior extracción de RNA y posterior 
análisis mediante RT-qPCR. Se utilizó actina como gen endógeno de referencia. A: Diferencia relativa del 
nivel de transcripción del gen URA3 entre pYAC_MEM y YAC_MEM. El nivel de transcripción del gen 
URA3 en YAC_MEM se definió como 1. El nivel de transcripción relativa del gen URA3 en pYAC_MEM 
se obtuvo de 7 experimentos diferentes y se calculó con la ecuación Pfaffl (Pfaffl, 2001). Las barras indican 
la desviación estándar en cada caso. El análisis estadístico se realizó con el programa REST® (Pfaffl et al., 
2002) e indicó un p valor de 0,002. B: Diferencia relativa del nivel de transcripción del gen URA3 entre el 
pYAC_MEM y YAC_MEM por copia de gen. Se tiene en cuenta los valores del número de copias de 
minicromosomas presentes por célula calculados en el apartado 4.3.3 de Resultados. El nivel de 





















































5.1. Movilidad electroforética de moléculas superenrolladas, encadenadas y 
anudadas 
 
 Bell y Byers utilizaron originalmente la electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa para separar intermediarios de recombinación (RcIs) de moléculas lineales (Ls) 
(Bell and Byers, 1983). La primera dimensión tuvo lugar a una concentración de 0,7% y 
un voltaje de 0,75 V/cm mientras que la segunda fue a una concentración de 1,5% de 
agarosa y 2,0 V/cm. En estas condiciones observaron que los RcIs migraban más 
lentamente que los Ls de la misma masa y, en condiciones de mayor concentración de 
agarosa y voltaje aumentaba el retraso en la movilidad. Posteriormente, se advirtió que la 
movilidad de las moléculas anudadas y encadenadas es proporcional a su compactación 
cuando se separan en geles de agarosa a bajo voltaje (Crisona et al., 1994; Fitzgerald-
Hayes et al., 1982; Laurie et al., 1998; Stasiak et al., 1996; Vologodskii et al., 1998). 
Aunque el comportamiento de estas moléculas analizado en geles con una elevada 
concentración de agarosa y alto voltaje ha recibido menor atención, se han podido separar 
distintas moléculas anudadas con gran resolución (Trigueros et al., 2001). Por otro lado, se 
sabe que en el caso de RIs anudados hay una inversión en la movilidad electroforética de 
las burbujas anudadas (Olavarrieta et al., 2002a; Olavarrieta et al., 2002b; Olavarrieta et 
al., 2002c; Sogo et al., 1999). Para averiguar las razones del cambio en la movilidad de 
estas moléculas, Webber y colaboradores realizaron simulaciones utilizando el método de 
Monte Carlo y concluyeron que las moléculas anudadas tendían a quedarse atrapadas entre 
las fibras del gel (Weber et al., 2013; Weber et al., 2006a; Weber et al., 2006b; Weber et 
al., 2005). Anteriormente, utilizando el mismo método, se describió que las moléculas de 
DNA relativamente grandes y superenrolladas adquieren una estructura ramificada que 
juega un papel importante en su movilidad (Vologodskii and Cozzarelli, 1994). 
 
 En esta Tesis Doctoral se ha demostrado que la movilidad electroforética de 
moléculas superenrolladas, encadenadas y anudadas con la misma masa molecular 
incrementan su movilidad conforme aumenta su compactación durante la primera 
dimensión de la electroforesis bidimensional en unas condiciones de concentración de 
agarosa de 0,4% y un voltaje de 1,0 V/cm (Figuras 20, 21A, 22A, 23, 24A y 25A). Sin 
embargo, durante la segunda dimensión en condiciones de 0,8-1,2% y 5,0-6,6 V/cm 





movilidad electroforética conforme aumenta su complejidad topológica (ΔC). Para 
comprender estas observaciones hay que tener en cuenta que cuando el tamaño de los 
poros del gel es más pequeño que las moléculas, la deformación y, por lo tanto, la 
facilidad de las moléculas para atravesarlos se convierte en el factor limitante de su 
movilidad (Marko, 1999; Marko and Siggia, 1994; Vetcher et al., 2010; Zivanovic et al., 
1986).  
 
 En geles de baja concentración de agarosa donde el tamaño del poro es mayor, las 
moléculas no necesitan comprimirse para pasar a través de ellos. Así, la movilidad 
electroforética de las moléculas aumenta conforme lo hace la complejidad de los nudos y 
encadenamientos ya que, a mayor complejidad, mayor compactación. Sin embargo, a alta 
concentración de agarosa donde el tamaño de los poros del gel es menor, las moléculas de 
DNA escasamente anudadas o encadenadas tienen mayor dificultad para atravesar el gel 
que aquellas moléculas del mismo tamaño sin nudos o sin encadenamiento. En este 
sentido, para que una molécula circular simple como una OC pase a través de un poro 
estrecho sólo es necesario que dos regiones de la misma se doblen. En cambio, para una 
molécula encadenada o anudada son necesarias, al menos, cuatro regiones fuertemente 
plegadas, lo que requiere un mayor trabajo en cada paso a través de un poro y, por tanto, 
una menor movilidad electroforética. Esto explicaría nuestros resultados de las moléculas 
anudadas y encadenadas, que inicialmente disminuyen su movilidad electroforética 
conforme aumenta su complejidad topológica. Por otra parte y como se evidencia en las 
Figuras 20-25, conforme las moléculas anudadas y encadenadas se vuelven más complejas 
(más de 8 cruces para moléculas anudadas y más de 6 cruces para moléculas encadenadas) 
aumenta también su movilidad electroforética, ya que ese grado de encadenamiento y 
anudamiento causa una fuerte flexión en el DNA facilitando su paso a través del gel.  
 
 Nuestros resultados han permitido concluir que para las moléculas circulares de    
≈ 8000 pb con cruces de superenrollamiento, encadenamiento o anudamiento, la mejor 
manera de distinguir simultáneamente todos los topoisómeros de estas tres familias, es 
realizar la primera dimensión en un gel de agarosa al 0,4% y a un voltaje de 1,0 V/cm y la 






5.2. Dinámica de los cambios topológicos durante la replicación de plásmidos 
bacterianos 
 
 Actualmente, existen dos escuelas que intentan aclarar si las horquillas giran o no 
in vivo durante el proceso de replicación (Schvartzman and Stasiak, 2004). Por un lado, se 
ha descrito que la formación de moléculas encadenadas podría tener lugar casi al final de 
la replicación, cuando quedaran 200 pb sin replicar y por tanto, ya no podría actuar la 
DNA girasa ni la Topo IV por delante de la horquilla de replicación (Hiasa and Marians, 
1996; Sundin and Varshavsky, 1980). Por otro lado, se defiende la formación de pre-
encadenados a largo de la replicación (Peter et al., 1998; Postow et al., 1999; Schvartzman 
and Stasiak, 2004). En la presente Tesis se ha tratado de dilucidar si las horquillas de 
replicación pueden o no girar in vivo en plásmidos bacterianos. 
 
 Si se considera que la maquinaria de replicación se encuentra anclada a la 
membrana impidiendo a las horquillas girar in vivo, la tensión generada por delante de la 
horquilla (en la región no replicada) no podría difundir a la región ya replicada. En los 
plásmidos utilizados en esta Tesis, una vez que la horquilla se detiene en el complejo Ter-
Tus y, hasta el momento de la extracción del DNA, la DNA girasa seguiría introduciendo 
superenrollamiento (-) hasta saturar la región no replicada. Al no poder girar las 
horquillas, este superenrollamiento no difundiría a la región ya replicada en forma de pre-
encadenados; la Topo IV no actuaría a este nivel siendo irrelevante si la estirpe es 
deficiente (parE10) o no (DH5αF′) en esta enzima. In vitro, durante el proceso de 
aislamiento y desproteinización del DNA, los cruces dextrógiros del superenrollamiento  
(-) de la región no replicada podrían difundir a la región ya replicada en forma de pre-
encadenados con cruces levógiros hasta que se equilibrara la tensión entre ambas regiones 
(Figura 2). En los plásmidos pBR-TerE, el grado de la torsión variaría dependiendo del 
tamaño de la región no replicada después de la parada en el sitio TerE. Esta región no 
replicada representa el 20% en el caso de los RIs para pBR-TerE@DraI, el 40% para 
pBR-TerE@AatII y el 80% para pBR-TerE@StyI (Figuras 6, 7 y 8). Cuanto más pequeña 
sea la región no replicada de los RIs, menos espacio tendrá la DNA girasa para introducir 
superenrollamiento (-). Esta torsión introducida por la DNA girasa se redistribuiría entre la 





ello, los RIs de pBR-TerE@StyI mostrarían el mayor grado de torsión mientras que los de 
pBR-TerE@DraI mostrarían el menor.  
 
 En resumen, si las horquillas no giraran in vivo, los RIs aislados de la estirpe 
DH5αF′ estarían igual de torsionados que los aislados de la estirpe deficiente en Topo IV 
(parE10). 
 
 Si se considera que las horquillas pudiesen girar in vivo, en los plásmidos aislados 
de las dos estirpes, a medida que avanza la replicación, el superenrollamiento (+) (con 
cruces levógiros) que se acumulase inmediatamente por delante de la horquilla podría 
difundir transitoriamente a la región ya replicada en forma de pre-encadenados (con cruces 
dextrógiros) (Champoux and Been, 1980; Peter et al., 1998; Ullsperger et al., 1995). En en 
caso de la estirpe DH5αF´, la Topo IV podría resolver los pre-encadenados con cruces 
dextrógiros con menos eficiencia que los levógiros (Crisona et al., 2000). Una vez que la 
horquilla se detiene en la secuencia TerE, los pre-encadenados con cruces dextrógiros de 
la región replicada y el superenrollamiento (-), también con cruces dextrógiros, de la 
región no replicada, se equilibrarían. La DNA girasa continuaría introduciendo 
superenrollamiento (-) con cruces dextrógiros en la región no replicada y esta torsión 
difundiría a la región ya replicada como pre-encadenados con cruces levógiros, sustrato 
preferido de la Topo IV. Este “tira y afloja” entre la DNA girasa y la Topo IV comenzaría 
en el momento en el que la horquilla se detiene en el complejo Ter-Tus y continuaría hasta 
interrumpirse el crecimiento celular. La eficiencia de la Topo IV retirando pre-
encadenados con cruces levógiros es similar a la de la DNA girasa introduciendo 
superenrollamiento (-) (Hiasa and Marians, 1996; Ullsperger and Cozzarelli, 1996). En 
consecuencia, las moléculas parcialmente replicadas aisladas de las células con la Topo IV 
activa (DH5αF´) no estarían saturadas en ninguna de las dos regiones. En el caso de los 
RIs aislados de la estirpe ParE10 con la Topo IV inactiva, cuando la horquilla alcanzara el 
complejo Ter-Tus, los pre-encadenados con cruces dextrógiros de la región replicada y el 
superenrollamiento (-), también con cruces dextrógiros, de la región no replicada, se 
equilibrarían. En la región no replicada la DNA girasa también seguiría introduciendo 
superenrollamiento (-) con cruces dextrógiros. Si las horquillas giraran in vivo, esta torsión 
difundiría a la región ya replicada como pre-encadenados con cruces levógiros. Sin 




Topo IV, estos RIs estarían completamente saturados con pre-encadenamiento en la región 
ya replicada y superenrollamiento (-) en la no replicada. Por ello, el nivel de torsión en 
estos RIs sería mayor que en los aislados de las células DH5αF′. 
 
 En resumen, si las horquillas giraran in vivo habría una diferencia en el nivel de 
torsión de los RIs aislados de ambas estirpes. En la estirpe DH5αF′ la Topo IV podría 
eliminar pre-encadenados y, por lo tanto, los RIs nunca llegarían a saturarse de 
superenrollamiento (en la región no replicada) ni de pre-encadenamiento (en la región ya 
replicada) mientras que, en la estirpe parE10 la Topo IV no podría eliminar el pre-
encadenamiento. En la Figura 45 se representan las diferencias en el grado de torsión 
(superenrollamiento y pre-encadenamiento) esperables en las dos estirpes de E. coli para 





Figura 45. Esquemas de CCRIs ilustrando el grado y distribución de la torsión esperables en sus 
regiones no replicadas y replicadas una vez aislados si las horquillas pudiesen girar in vivo. Para 
simplificar se representa como CCRI el plásmido pBR-TerE@AatII. A: CCRI aislado de células DH5αF′ 
(Topo IV activa). B: CCRI aislado de células parE10 crecidas a temperatura restrictiva (Topo IV inactiva). 
La flecha azul hace referencia al giro de las horquillas de replicación tanto in vivo como in vitro (tras la 
desproteinización) con el consiguiente paso del superenrollamiento de la región no replicada a la ya 
replicada en forma de pre-encadenamiento. En la región no replicada, las dos hebras parentales se 






 Los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral (Figuras 26-29) indican que 
las horquillas pueden girar in vivo. 
 
 En los experimentos descritos, utilizamos dos estirpes que se diferencian en tener 
la Topo IV activa (DH5αF´) o inactiva (parE10) in vivo. En los tres plásmidos bacterianos 
empleados, la horquilla de replicación se detiene en el sitio TerE en el 80% de los casos, 
mientras que en el 20% restante lo atraviesa sin impedimento debido al fallo en la 
formación de un complejo Ter-Tus estable (Olavarrieta et al., 2002c). En estos últimos la 
replicación se completa normalmente y la segregación tiene lugar siempre que la Topo IV 
esté activa. En las células parE10, por el contrario, la inhibición de la Topo IV provoca la 
acumulación de moléculas encadenadas (Adams et al., 1992; Lopez et al., 2012). En las 
inmunodetecciones de las Figuras 26 y 28 correspondientes a los RIs aislados de DH5αF´ 
no se observa ningún tipo de molécula encadenada a diferencia de las inmunodetecciones 
de las Figuras 27 y 29 donde las células parE10 crecieron a temperatura restrictiva. Estos 
resultados sirven como control para confirmar la inhibición de la Topo IV en las células 
parE10. Por otro lado, descartamos emplear la inhibición de la DNA girasa ya que 
afectaría a las primeras etapas de la replicación, cuando la actividad de esta enzima resulta 
crucial, impidiendo la detección de los RIs. 
 
 Los plásmidos bacterianos pBR-TerE utilizados nos han permitido disponer de 
moléculas con distinto grado y tipo de torsión. En los topoisómeros de los RIs del 
plásmido pBR-TerE@AatII, aproximadamente la mitad de la molécula permanece sin 
replicar mientras que la otra mitad ha sido replicada. Por esta razón, cambios sutiles en su 
tensión tienen un efecto inmediato en la movilidad electroforética. Comparando la 
movilidad electroforética de los RIs de los plásmidos con la parada en AatII en ambas 
estirpes (Figuras 26 y 27) observamos que los topoisómeros de los RIs de DH5αF′ 
describen un arco que abarca desde la zona de mayor movilidad para los RIs de pBR-
TerE@AatII hasta los OCRIs (Figura 26). En cambio, los topoisómeros aislados de las 
células parE10 se encuentran acumulados en la zona donde presentan mayor movilidad 
electroforética, lo que indica que están altamente torsionados (Figura 27). Estas 
diferencias nos permiten sugerir que las horquillas pueden girar in vivo. Sin embargo, esta 
observación es menos convincente para los plásmidos pBR-TerE@StyI y pBR-




señales correspondientes a los topoisómeros de los RIs. En el caso de pBR-TerE@StyI la 
mayor parte de la molécula se compone de superenrollamiento en la región no replicada 
mientras que en pBR-Ter@DraI la mayor parte se compone de pre-encadenados en la 
región ya replicada. Por lo tanto, se necesitarían diferencias muy elevadas de torsión para 
detectar cambios significativos en la movilidad electroforética de estos plásmidos.  
 
 Los resultados obtenidos con el agente intercalante cloroquina (Chl) acentúan la 
suposición de que las horquillas pueden girar durante la replicación. Si los RIs de los 
plásmidos aislados de DH5αF′ tuvieran un nivel de torsión menor que los aislados de la 
estirpe ParE10 se necesitaría menor cantidad del agente intercalante cloroquina (Chl) para 
alcanzar el mismo nivel de relajación. Se ha descrito que la intercalación de la Chl en las 
cromátidas hermanas de la región ya replicada no tiene ningún efecto en el 
superenrollamiento debido a los extremos libres de las cadenas nacientes (Schvartzman 
and Stasiak, 2004). Por lo tanto, el uso de la Chl sólo tendrá efecto en las regiones no 
replicadas de los RIs de los plásmidos, induciendo cambios relevantes en el 
superenrollamiento. En las inmunodetecciones de las Figuras 28 y 29 se observó que en 
presencia de Chl, en pBR-TerE@DraI, como la región no replicada sólo comprende el 
20% del plásmido, el efecto es insignificante. En cambio, en pBR-TerE@StyI, donde la 
región no replicada comprende el 80%, quedaron en evidencia las diferencias entre los RIs 
aislados en ambas estirpes. La Chl relajó completamente un número significativo de 
CCRIs en el caso de las moléculas aisladas de DH5αF′ (Figura 28) mientras que aún era 
posible detectar topoisómeros con elevada movilidad electroforética en el caso de los 
aislados de ParE10 (Figura 29). Una observación similar es evidente en el caso de los 
plásmidos pBR-TerE@AatII. 
 
 Los datos experimentales correspondientes a las Figuras 26-29 indican que los RIs 
aislados de células parE10 tienen un nivel de torsión mayor que los aislados de células 
DH5αF′. En la Figura 46 se representan los esquemas de los RIs aislados de ambas 
estirpes según la interpretación basada en los resultados de las Figuras 26-29. Las 
diferencias observadas indican que las horquillas de replicación pueden girar in vivo y que, 











Figura 46. Esquemas ilustrando las diferencias observadas en el grado y distribución de la torsión en 
las regiones no replicadas y replicadas de los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-
TerE@DraI aislados de células DH5αF′ (Topo IV activa) o parE10 en condiciones restrictivas (Topo 
IV inactiva). Nótese que para el plásmido pBR-TerE@StyI la mayoría de los cruces son del tipo de 
superenrollamiento mientras que para pBR-TerE@DraI son del tipo de pre-encadenamiento. En pBR-
TerE@AatII hay una distribución similar de ambos tipos de torsión. En los tres plásmidos, la torsión general 
es mayor en los aislados de las células parE10. En todos los casos, las dos hebras parentales se representan 




5.2.1. Anudamiento de cromátidas hermanas durante la replicación de plásmidos en 
E. coli 
 
 En 1987 y 1991, sendos trabajos de Shishido y colaboradores señalaron un 
aumento de los nudos formados in vivo en plásmidos pBR322 crecidos, bien en estirpes de 
E. coli defectivas para la DNA girasa o en presencia de inhibidores de dicha enzima, 
respectivamente (Ishii et al., 1991; Shishido et al., 1987). Los autores atribuyeron entonces 
a la DNA girasa un posible papel en el anudamiento y desanudamiento del DNA. Sin 
embargo, posteriormente se describió que la función de desanudar recaía sobre la Topo IV 
(Adams et al., 1992; Buck and Zechiedrich, 2004; Deibler et al., 2001; Zechiedrich and 
Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 1997). El aumento de nudos observado en el DNA 
cuando la DNA girasa está inactiva sugiere que el superenrollamiento ayuda a la Topo IV 
a mantener el DNA desanudado in vivo (Lopez et al., 2012; Schvartzman et al., 2013a; 
Witz et al., 2011a, b; Witz and Stasiak, 2010). Dicho de otro modo, la probabilidad de 
anudamiento aumenta a medida que disminuye el superenrollamiento. Por otro lado, se ha 
descrito que el nivel de anudamiento del DNA es proporcional a la masa molecular 
(Olavarrieta et al., 2002b). Por ello, para analizar diferencias de torsión en los RIs aislados 
de las estirpes DH5αF′ y parE10, medimos el anudamiento de los RIs en los tres 
plásmidos de nuestro estudio (Figuras 30 y 31). Encontramos, en estos casos, que el 
número y la complejidad de los nudos en los RIs son mayores en los intermediarios 
aislados de DH5αF′, apuntando que el grado de pre-encadenamiento es mayor para los 
aislados de parE10.  
  
 Las diferencias de torsión observadas en las Figuras 26-31 indican que las 
horquillas de replicación pueden girar in vivo y que, por lo tanto, hay formación de pre-
encadenados en plásmidos bacterianos durante la replicación. No obstante, no hay que 
perder de vista que esta conclusión se basa en observaciones realizadas en plásmidos 
bacterianos artificiales, de pequeño tamaño y con un bloqueo para la horquilla de 
replicación; de manera que es posible que el giro sólo se produzca in vivo si la progresión 
de la horquilla está impedida o afectada de alguna manera. La generalización a otros 
sistemas como el cromosoma de E. coli o los cromosomas de los organismos eucariotas 






5.3. Replicación, segregación y transcripción de minicromosomas circulares y 
lineales en S. cerevisiae  
 
5.3.1. Papel del superenrollamiento en la progresión de las horquillas de replicación: 
centrómero y barrera RFB 
 
 Las secuencias centroméricas de S. cerevisiae constan de 125 pb y están 
conservadas entre los diferentes cromosomas (Fitzgerald-Hayes et al., 1982). El 
componente estructural de estas secuencias es un nucleosoma específico en el que la 
histona 3 centromérica (Cse4p) reemplaza a la histona H3 canónica (Meluh et al., 1998). 
Estos nucleosomas Cse4p inducen superenrollamiento (+) en minicromosomas de 
levadura (Furuyama and Henikoff, 2009). 
 
 En los distintos patrones obtenidos en el estudio de la replicación del pYAC_MEM 
(Figura 37), se ha observado un bloqueo de la horquilla de replicación en su encuentro con 
el centrómero. Dicho bloqueo, temporal o permanente, podría relacionarse con la 
presencia de superenrollamiento (+) provocado por el nucleosoma, teniendo en cuenta que 
el superenrollamiento (+) no compensado por delante de la horquilla de replicación 
obstaculiza el avance de la misma (Greenfeder and Newlon, 1992). En cambio, en el 
cromosoma lineal YAC_MEM (Figura 39) no se ha observado colapso de la horquilla a la 
altura del centrómero. Esto podría explicarse por una pérdida de la función del centrómero 
en el YAC_MEM debido a un antagonismo entre el centrómero y los telómeros (Enomoto 
et al., 1994). Sin embargo, no explicaría lo observado en pYAC_MEM (Koshland et al., 
1987). Por lo tanto, una interpretación alternativa sería la disipación del 
superenrollamiento por los telómeros en el YAC_MEM evitando el bloqueo en el 
centrómero. 
 
 Se decidió determinar si, además de los centrómeros, hay otras barreras capaces de 
bloquear las horquillas de replicación dependiendo del nivel de superenrollamiento del 
DNA. Se estudió, en este caso, la barrera RFB del DNA ribosómico de S. cerevisiae, 
elemento ampliamente estudiado y que funciona en minicromosomas circulares de 
levaduras de forma natural (Benguria et al., 2003; Brewer and Fangman, 1988; Kobayashi, 




resultados obtenidos demostraron que, tanto en el minicromosoma circular como en el 
lineal, la RFB actúa como barrera de replicación independientemente de la topología del 
DNA (Figura 43).  
 
 
5.3.2. Desplazamiento asimétrico de las horquillas de replicación 
 
 En la presente Tesis Doctoral se ha estudiado la replicación de cromosomas 
artificiales en S. cerevisiae in vivo mediante electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa. Los resultados obtenidos indican que la replicación de los minicromosomas 
circulares se inicia siempre en el ARS (Figura 37). Si la progresión de las dos horquillas 
de replicación es asimétrica, el encuentro de ambas, que define la terminación de la 
replicación, no se produciría en la posición diametralmente opuesta al ARS, sino que 
podría tener lugar a lo largo de una amplia región de terminación del cromosoma. La 
región de terminación se identifica en los geles bidimensionales como una zona triangular 
localizada entre el arco de recombinantes, la caída de Y simples y el arco de Y dobles 
(Schvartzman et al., 2012). En la Figura 37E y F observamos estas zonas triangulares 
características de una progresión y terminación asimétrica. Además, en la Figura 37A 
correspondiente al corte con la enzima BamHI, se observa que el tamaño de la burbuja no 
corresponde al esperado teniendo en cuenta que el ARS está localizado casi en el centro 
del fragmento. El arco de burbujas se convierte en un arco de Y simples antes de lo 
esperado, indicando que una de las horquillas llega al extremo del fragmento antes que la 
otra. El mismo fenómeno se observa en el corte con PvuI (Figura 37D), confirmando la 
progresión asimétrica de las horquillas de replicación desde el origen de replicación ARS.  
 
 En la gran mayoría de los replicones eucariotas, la activación de un origen de 
replicación supone el ensamblaje de dos complejos replicativos completos que se mueven 
en direcciones opuestas (Kornberg and Baker, 1992). En células de mamíferos infectadas 
con SV40 se observaron, mediante electroforesis bidimensional y microscopía electrónica, 
horquillas de replicación localizadas en distintos puntos respecto al origen de replicación 
(Tapper and DePamphilis, 1980). Se concluyó que existían diferencias en las tasas de 
progresión de las horquillas y que además, se producía una salida asincrónica de las 





demostraron que ciertos plásmidos de S. cerevisiae inician la replicación en el ARS1 de 
manera bidireccional y, al detectar moléculas asimétricas en las etapas tempranas de la 
replicación, sugirieron que las horquillas raramente se disparan al mismo tiempo (Celniker 
et al., 1984). En nuestro laboratorio, Santamaría y colaboradores detectaron una 
heterogeneidad en la población de RIs en plásmidos de replicación autónoma in vivo en S. 
cerevisiae. Se propuso entonces, que la terminación de la replicación de forma aleatoria es 
debida a la salida asincrónica de las dos horquillas desde un mismo origen bidireccional 
pero con diferencias en la tasa de progresión de las mismas (Santamaria et al., 2000b). Por 
otro lado, los procesos de replicación y transcripción simultáneos en una misma molécula 
de DNA producen una colisión de ambas maquinarias (Deshpande and Newlon, 1996; 
McGlynn et al., 2012). El resultado de esta colisión depende de la orientación de la unidad 
de transcripción con respecto a la horquilla de replicación, siendo las colisiones cabeza 
con cabeza más problemáticas que las codireccionales (Prado and Aguilera, 2005; 
Srivatsan et al., 2010; Wang et al., 2007). Además, tanto la transcripción como la 
replicación generan superenrollamiento (+) por delante de las horquillas, lo que puede 
producir un bloqueo topológico para el avance de las mismas (Olavarrieta et al., 2002a; 
Wu et al., 1988).  
 
 Los resultados de la Figura 37 indican la convergencia de varios fenómenos 
durante la replicación del minicromosoma pYAC_MEM. Por un lado, el bloqueo temporal 
o permanente, comentado en el apartado anterior y simulado por el programa 2Dgels. Por 
otro lado, la progresión asimétrica intrínseca de las horquillas de replicación descrita en 
plásmidos de S. cerevisiae (Celniker et al., 1984; Santamaria et al., 2000b). Además, la 
progresión (y consecuente terminación) asimétrica que se detecta, podría deberse a una 
ralentización de la horquilla que recorre la zona del gen HIS3 debida a una eventual 
colisión entre las maquinarias de replicación y transcripción (Olavarrieta et al., 2002a; 










5.3.3. Iniciación de la replicación en los telómeros 
 
 En células humanas y de levaduras existen evidencias de que las horquillas de 
replicación se detienen al llegar al DNA telomérico indicando que estas zonas replican de 
manera distinta y más lenta (Makovets et al., 2004; Miller et al., 2006). Se ha postulado 
que los orígenes que replican el DNA telomérico se localizan normalmente en la región 
subtelomérica y no dentro de las secuencias teloméricas (Gilbert, 2004; Gilson and Geli, 
2007). Sin embargo, Kurth y colaboradores establecieron un modelo con substratos 
lineales de DNA compuestos exclusivamente por repeticiones teloméricas que eran 
capaces de iniciar la replicación en extractos de Xenopus, sugiriendo que los orígenes 
activos pueden ensamblarse y activarse en estas zonas (Kurth and Gautier, 2010). En 
fibroblastos de embriones de ratón se ha visto que un 3% de la replicación inicia dentro de 
los telómeros (Sfeir et al., 2009). Asímismo, se ha observado inicio de la replicación en 
telómeros de cromosomas humanos en líneas de células madre embrionarias y en dos tipos 
de células somáticas primarias (Drosopoulos et al., 2012). 
 
 El estudio de la replicación del minicromosoma lineal YAC_MEM en S. cerevisiae 
evidenció un doble patrón de replicación (Figura 39). El patrón de burbuja prácticamente 
completa indica la iniciación de la replicación en el ARS de forma bidireccional. Por otro 
lado, el patrón de Y simple completa, indica una replicación unidireccional desde uno de 
los extremos del cromosoma, zona en la que se localizan las repeticiones teloméricas. Esta 
observación confirma que, al igual que en otros organismos, la iniciación de la replicación 
puede ocurrir en el DNA telomérico. En el minicromosoma circular pYAC_MEM, por el 
contrario, la ausencia de un arco de burbujas en el corte PvuI-PvuI hibridado con la sonda 
L2 (Figura 37F) indica que la replicación no se inicia en los telómeros. 
 
 
5.3.4. Segregación de minicromosomas circulares y lineales en ausencia de Topo 2 
 
 El superenrollamiento (-) ayuda a la unión de proteínas requeridas para el 
comienzo de la replicación y de la transcripción (Gellert, 1981). Conforme progresa la 
replicación se va acumulando superenrollamiento (+) por delante de las horquillas que 





necesario para el progreso de la replicación (Peter et al., 1998). Se ha visto que la 
progresión de la replicación no está afectada por la deleción independiente de la Topo 1 ó 
2 (Bermejo et al., 2007). Sin embargo, una vez que la replicación llega a su fin, la Topo 2 
es la encargada de eliminar los encadenados resultantes, permitiendo la segregación de las 
cromátidas hermanas (Holm et al., 1985). La Topo 3 junto con la helicasa Sgs1 es capaz 
de desencadenar DNA in vitro (Cejka et al., 2012). En las Figuras 40B y 41B de esta Tesis 
se confirma que en ausencia de Topo 2 in vivo se acumulan encadenados de 
minicromosomas circulares, incapaces de segregar una vez terminada la replicación 
(Baxter et al., 2011; Brill et al., 1987). En cuanto a la segregación del minicromosoma 
YAC_MEM, vimos que es capaz de segregar en ausencia de Topo 2 (Figura 42B). 
 
 
5.3.5. La tension torsional del cromosoma lineal se disipa por los telómeros 
permitiendo la segregación en ausencia de Topo 2 
 
 En 1992, Gartenberg y Wang observaron que cuando plásmidos circulares de S. 
cerevisiae adquirían un elevado superenrollamiento (+), la transcripción del gen de la β-
galactosidasa se veía disminuida (Gartenberg and Wang, 1992). Por otra parte, Roca y 
colaboradores demostraron que la acumulación de superenrollamiento (+) en el DNA 
intracelular provoca cambios en los patrones del transcriptoma de S. cerevisiae. Estos 
autores observaron que el nivel de transcripción de diferentes genes está determinado por 
la distancia que separa a los mismos del final de los cromosomas. Mientras que la mayoría 
de los genes reducían su nivel de transcripción entre 2 y 6 veces, aquellos localizados a 
menos de 100 kb del telómero escapaban gradualmente a esta reducción de la 
transcripción (Joshi et al., 2010). En base a estos resultados, los autores sugirieron que el 
superenrollamiento se disipa por los telómeros.  
 
 Algunos trabajos señalan que las helicasas pif1 y/o rrm3 podrían jugar un papel 
crucial en la disipación del superenrollamiento a través de los telómeros in vivo (Ivessa et 
al., 2002; Ivessa et al., 2000) y se sigue estudiando la formación de estructuras secundarias 
en los mismos: t-loops (de Lange, 2004) y G-quartets (Williamson, 1994). Los resultados 
obtenidos en la presente Tesis Doctoral indican que estas estructuras no son barreras 




minicromosoma lineal YAC_MEM es capaz de replicar y segregar a pesar de la 
degradación de la Topo 2, confirmando su capacidad de eliminar el superenrollamiento a 
través de los telómeros. Estos resultados contrastan con los obtenidos con el 
minicromosoma circular pYAC_MEM (Figuras 40B y 41B). En este caso, se trata de un 
dominio topológicamente cerrado que alberga superenrollamiento y, por lo tanto, en 
ausencia de Topo 2 no es capaz de completar la segregación.  
 
 
5.3.6. Transcripición del gen URA3 en minicromosomas circulares y lineales 
 
 La obtención de células transformadas con YAC_MEM y YAC_MEM_RFB+ en 
medio Ura
-
 (Figuras 33 y 43) indica que estos minicromosomas transcriben el gen URA3 
de forma funcional. El superenrollamiento tiene un papel crucial en la transcripción, 
modulando dicho proceso (Gartenberg and Wang, 1992; Joshi et al., 2010; Liu and Wang, 
1987; Ma and Wang, 2014). En el año 2007, Beaurepaire y Chaconas estudiaron varios 
genes presentes en los plásmidos circulares y lineales del genoma de Borrelia burgdorferi 
y observaron que su transcripción dependía del contexto topológico en el que se 
encontraban (Beaurepaire and Chaconas, 2007). La utilización de un minicromosoma 
circular frente a uno lineal, nos ha permitido estudiar la transcripción del gen URA3, 
presente en ambos contextos. Los resultados conseguidos indican que el nivel de 
expresión relativa del gen es 2,2 veces mayor en el contexto circular que en el lineal 
(Figura 44A). Teniendo en cuenta el número de copias de cada tipo de minicromosoma en 
las células top2-td (1,4 copias de pYAC_MEM/cél. y 3,1 copias de YAC_MEM/cél., 
véase el apartado 4.3.3 de Resultados) la diferencia de expresión puede considerarse hasta 
4,8 veces mayor en el minicromosoma circular que en el lineal (Figura 44B). En resumen, 
podemos concluir que si el gen URA3, constitutivamente situado en el cromosoma 3 del 
genoma de S. cerevisiae en un dominio topológico cerrado y por tanto, superenrollado, se 
transfiere a un dominio sin superenrollamiento como el YAC_MEM, la transcripción es 








5.3.7. Consideraciones acerca de la necesidad de la Topo 2 
 
 El origen y la evolución de las topoisomerasas ha sido ampliamente estudiado por 
el grupo de Forterre (Forterre and Gadelle, 2009; Forterre et al., 2007; Gadelle et al., 
2003). El hecho de que las principales familias de topoisomerasas no sean homólogas 
sugiere que se originaron independientemente en los tres dominios de los seres vivos: 
Archaea, Bacteria y Eucarya. Por otro lado, parece probable que las topoisomerasas no 
fueran necesarias para las primeras formas de vida en la tierra como se propone en el 
modelo del último antepasado común (LUCA: Last Universal Common Ancestor) según el 
cual, el genoma de RNA no necesitaría topoisomerasas (Forterre et al., 2007). 
Recientemente, se ha descubierto que en bacterias del género Streptomyces, la Topo IV es 
esencial para la segregación de los cromosomas circulares pero no para los lineales 
(Huang et al., 2013). En esta Tesis se demuestra que la Topo 2 no es necesaria para la 
replicación y segregación de minicromosomas lineales de levadura. Estas observaciones 
llevan a plantearse cuestiones como: ¿con qué tamaño se hace necesaria la Topo 2 para 
segregar? ¿Un cromosoma lineal de levadura con un dominio topológico interno y dos 
dominios topológicos abiertos en los extremos, se puede considerar un prototipo de 
cromosoma eucariota? Aunque estas preguntas escapan de los objetivos de esta Tesis, es 
posible especular con la idea de que en un YAC lineal con dos ARS funcionales, la Topo 
2 sería necesaria para resolver la tensión generada por las dos horquillas progresando en 
direcciones opuestas. Para abordar este desafío, se necesitaría ampliar el tamaño de los 
minicromosomas de forma gradual, y comprobar progresivamente, la dinámica de la 






































1. La contribución a la movilidad electroforética de un aumento de la complejidad 
topológica difiere para las moléculas superenrolladas, encadenadas y anudadas, 
dependiendo de las condiciones de electroforesis.  
 
2. Para moléculas circulares de aproximadamente 8000 pb las mejores condiciones para 
distinguir todos los topoisómeros de moléculas superenrolladas, encadenadas y anudadas 
por electroforesis bidimensional en geles de agarosa son: una concentración de gel al 0,4% 
de agarosa y un voltaje de 1,0 V/cm durante la primera dimensión y una concentración de 
gel al 1,0% de agarosa y un voltaje de 6,6 V/cm durante la segunda dimensión. 
 
3. Los RIs aislados de células de la estirpe DH5αF′ tienen un nivel de torsión menor que 
los aislados de la estirpe ParE10 lo que sugiere que las horquillas giran in vivo durante la 
replicación dando lugar a la formación de pre-encadenados.  
 
4. La iniciación de la replicación en los minicromosomas circulares sólo tiene lugar en el 
ARS mientras que en los minicromosomas lineales también puede ocurrir en los 
telómeros. 
 
5. En los minicromosomas circulares las secuencias centroméricas pueden afectar el 
progreso de las horquillas de replicación deteniendo su avance de forma temporal o 
permanentemente. Por el contrario, este avance ocurre sin problemas en minicromosomas 
lineales. 
 
6. La RFB funciona como barrera de replicación independientemente de la topología del 
DNA. 
 
7. En ausencia de Topo 2 los minicromosomas circulares son incapaces de segregar 
acumulándose en forma de encadenados. En cambio, los minicromosomas lineales son 
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 Se indica la movilidad electroforética de las señales de cada familia de 
topoisómeros detectadas en las inmunodetecciones de las Figuras 20 y 23 expresada en 
mm/h. Las condiciones de electroforesis se indican encima de cada tabla.  
 
 
Tabla 1. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 20.  
 
1ª Dimensión: 0,4% - 1,0 V/cm 
 
ΔC CatAs_F20A Scds_F20A Scds_F20B Knds_F20B 
0 
 
3,28 2,92 2,92 
1 3,70 3,38 3,02 
 2 3,90 3,46 3,10 
 3 4,08 3,54 3,18 3,16 
4 4,26 3,64 3,28 3,26 
5 4,40 3,74 3,38 3,34 
6 4,52 3,84 3,48 3,44 
7 4,64 3,94 3,58 3,54 
8 4,74 4,04 3,70 3,62 
9 4,84 4,12 3,78 3,72 
10 4,90 4,20 3,86 3,82 
11 4,98 4,28 3,94 3,92 
12 5,06 4,34 4,00 4,02 
13 5,10 4,40 4,06 4,08 
14 5,16 4,46 4,12 
 15 5,20 4,48 4,16 
























Tabla 2. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 20.  
 
2ª Dimensión: 1,0% - 5,0 V/cm 
 
ΔC CatAs_F20A Scds_F20A Scds_F20B Knds_F20B 
0 
 
5,50 5,00 5,00 
1 2,25 5,50 5,00 
 2 1,95 5,50 5,00 
 3 2,10 5,50 5,03 3,38 
4 2,45 5,50 5,06 2,78 
5 2,95 5,60 5,22 2,41 
6 3,55 5,65 5,41 2,22 
7 4,15 5,80 5,59 2,25 
8 4,75 5,90 5,78 2,41 
9 5,35 6,15 6,06 2,53 
10 6,00 6,35 6,31 2,78 
11 6,60 6,60 6,59 3,00 
12 7,15 6,90 6,91 
 13 7,65 7,15 7,19 
 14 8,20 7,40 7,47 
 15 8,65 7,65 7,78 



























Tabla 3. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 20.  
 
2ª Dimensión: 1,0% - 5,8 V/cm 
 
ΔC CatAs_F20A Scds_F20A Scds_F20B Knds_F20B 
0 
 
10,55 9,49 9,49 
1 4,59 10,55 9,49 
 2 4,05 10,59 9,49 
 3 4,36 10,64 9,49 6,11 
4 5,00 10,64 9,49 4,55 
5 5,90 10,64 9,49 3,64 
6 6,90 10,68 9,49 3,25 
7 7,86 10,68 9,63 3,06 
8 8,77 10,73 9,75 2,99 
9 9,64 10,77 10,01 3,12 
10 10,36 10,91 10,40 3,38 
11 11,09 11,14 10,66 3,64 
12 
 
11,41 11,05 4,03 
13 
 
11,73 11,44 4,55 
14 
 
12,14 11,96 4,94 
15 
 
12,55 12,48 5,46 
16 
 
12,95 12,80 6,11 
17 
 


























Tabla 4. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 20.  
 
2ª Dimensión: 1,0% - 6,6 V/cm 
 
ΔC CatAs_F20A Scds_F20A Scds_F20B Knds_F20B 
0 
 
14,19 14,09 14,09 
1 6,38 14,19 14,09 
 2 5,13 14,25 14,16 
 3 5,25 14,38 14,23 9,74 
4 5,75 14,44 14,31 7,74 
5 6,69 14,50 14,38 6,49 
6 7,63 14,56 14,38 5,53 
7 8,75 14,69 14,46 5,02 
8 10,00 14,75 14,53 4,79 
9 11,25 14,81 14,53 4,87 
10 12,50 14,88 14,60 5,09 
11 13,63 14,94 14,68 5,38 
12 14,63 15,00 14,75 
 13 15,63 15,06 14,90 




























Tabla 5. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 23.  
 
2ª Dimensión: 0,8% - 5,0 V/cm 
 
ΔC CatAs_F23A Scds_F23A Scds_F23B Knds_F23B 
0 
 
9,40 9,25 9,25 
1 5,60 9,40 9,25 
 2 5,40 9,40 9,25 
 3 5,85 9,50 9,45 7,40 
4 6,55 9,40 9,65 6,50 
5 7,30 9,50 9,75 6,00 
6 8,00 9,65 10,0 5,75 
7 8,40 9,80 10,25 5,65 
8 8,80 10,10 10,55 5,75 
9 9,60 10,40 10,80 5,95 
10 10,30 10,60 11,10 6,25 
11 10,90 10,90 11,40 6,55 
12 
 
11,15 11,70 6,95 
13 
 





























Tabla 6. Datos de las inmunodetecciones de la Figura 23.  
 
2ª Dimensión: 1,2% - 5,0 V/cm 
 
ΔC CatAs_F23A Scds_F23A Scds_F23B Knds_F23B 
0 
 
3,02 2,59 2,59 
1 0,64 3,02 2,59 
 2 0,45 3,02 2,59 
 3 0,57 3,05 2,59 1,45 
4 0,68 3,11 2,61 1,02 
5 0,95 3,18 2,64 0,82 
6 1,27 3,27 2,75 0,68 
7 1,68 3,41 2,86 0,61 
8 2,09 3,59 2,98 0,64 
9 2,50 3,77 3,14 0,66 
10 2,95 3,95 3,30 0,70 
11 3,41 4,34 3,48 0,80 
12 3,86 4,73 3,64 0,91 
13 
 
4,91 3,82 1,05 
14 
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Abstract
DNA topoisomerases are thought to play a critical role in transcription, replication and recombination as well as in the
condensation and segregation of sister duplexes during cell division. Here, we used high-resolution two-dimensional
agarose gel electrophoresis to study the replication intermediates and final products of small circular and linear
minichromosomes of Saccharomyces cerevisiae in the presence and absence of DNA topoisomerase 2. The results obtained
confirmed that whereas for circular minichromosomes, catenated sister duplexes accumulated in the absence of
topoisomerase 2, linear YACs were able to replicate and segregate regardless of this topoisomerase. The patterns of
replication intermediates for circular and linear YACs displayed significant differences suggesting that DNA supercoiling
might play a key role in the modulation of replication fork progression. Altogether, this data supports the notion that for
linear chromosomes the torsional tension generated by transcription and replication dissipates freely throughout the
telomeres.
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Introduction
Andrew Murray and Jack Szostak [1] constructed the first Yeast
Artificial Chromosome (YAC) soonafter Szostak and Blackburn
succeeded to clone yeast telomeres on linear plasmid vectors [2].
This was the beginning of a crucial series of experiments that
ultimately led to a whole new field: Molecular Cytogenetics.
Although it was early recognized that small YACs are less stable
than natural yeast chromosomes and buildup stability as their size
increases [3], they do replicate and segregate. In his Nobel Prize
Lecture, Szostak describes the revealing observation that indicated
he succeeded to obtain the first YAC: ‘‘When DNA molecules are
separated by gel electrophoresis, circles generate a series of bands
corresponding to monomers and multimers, and relaxed and
supercoiled forms, leading to a complicated pattern. Linear DNA
molecules don’t have any of those alternative forms, so they migrate
as a single band. The two possible results of the DNA analysis were
therefore quite distinct. When I analyzed the DNA from the
transformants that I had recovered, about half of them contained
plasmid DNA that migrated as a single band on the gel. This was
perhaps the most clear-cut experiment I have ever done. It was
immediately obvious that the experiment had worked, and that the
Tetrahymena ends were able to act as functional telomeres in yeast’’
[4]. ¿Why does small linear YACs appear as a single band when
separated by gel electrophoresis? - Probably because they do not
support supercoiling. Then, the crucial question is: ¿Are small
linear YACs devoid of supercoiling in vivo or only when all
proteins have been removed? It could be that DNA helical tension
dissipates through the chromosomal ends in vivo indicating that
telomeres are topologically open [5]. Replication-induced topo-
logical stress is influenced by chromosome length [6]. Therefore,
although topoisomerase activity is essential as a swivel for DNA
replication and transcription of genomic DNA [7], it is possible
that small YACs wouldn’t need topoisomerases to replicate and
segregate. To check whether or not small linear YACs require
topoisomerase 2 to replicate and segregate here we constructed
small circular and linear yeast minichromosomes and used them to
transform yeast strains lacking DNA topoisomerase 2 (Topo2).
Cells were synchronized at the beginning of the S-phase and high-
resolution two-dimensional (2D) agarose gel electrophoresis was
used to examine minichromosome’s replication intermediates (RIs)
and segregation products in the presence and absence of Topo 2.
The results obtained indicated that Topo 2 is dispensable for the
replication and segregation of small linear YACs.
Results
Rationale
pYAC_MEM is a 7966 bp circular minichromosome contain-
ing the following yeast elements: the bi-directional replication
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origin ARS4, the centromeric sequence CEN6, two tandem series
of Tetrahymena telomeric repeats and URA3 and HIS3 genes, as
indicated in inside of Figure 1A. Digestion of this circular
minichromosome with BamHI (Figure 1B) releases the HIS3
containing inter-telomeric-repeats’ insert leaving the Tetrahymena
telomeric repeats at the ends of a 6198 bp linear fragment. Yeast
cells were transformed with either the circular or the linear
versions of this minichromosome. DNA was isolated from selected
colonies and the electrophoretic mobility of intact DNA and
BamHI digested DNAs isolated from E. coli cells were compared
(Figure 1C). To enhance the identification of topoisomers,
electrophoresis was performed in the presence of 0.1 mgr/ml
chloroquine. Szostak’s original observation [4] was confirmed by
comparing the different electrophoretic behavior of the DNAs
analyzed. While many bands with different electrophoretic
mobility were detected for the circular pYAC_MEM isolated
from S. cerevisiae in lane 1, no topoisomers were observed for the
intact form of the linear YAC_MEM also isolated from S.
cerevisiae in lane 3. This unique band, though, was slightly bigger
than the single 6198 bp BamHI-pYAC_MEM digested linear
fragment isolated from E. coli cells (lane 2). Yeast telomerase
recognizes Tetrahymena telomeric repeats and ads yeast telomeric
repeats to the chromosome ends [8] that end-up bigger (see
bottom map in Figure 1B). Altogether these observations con-
firmed that we succeeded to obtain yeast cells transformed with
circular and linear minichromosomes.
Small minichromosomes are known to be unstable in yeast
[1,3,4]. In addition, misfunction of the centromere converts single-
copy into multi-copy extrachromosomal elements [9]. To avoid
cells that had copies of the minichromosomes integrated into yeast
genomic DNA, we selected cells from colonies that were tested to
have no or at least as few as possible minichromosome’s DNA co-
migrating with high molecular weight genomic or multimeric
DNAs. Experiments were performed also to determine circular
and linear minichromosome’s copy number more than 30
generations after transformation. Densitometry was used to
compare a single-copy chromosomal gene (URA3) with the same
gene present in the extrachromosomal element. The result
obtained indicated that the ratio was ,1:2 for circular mini-
chromosomes and ,1:4 for linear YACs (see Figure 1D). In
addition, mitotic stability was measured in cells growing over 17
generations in non-selective medium [10]. The results obtained
indicated that linear YACs were retained in approximately 50% of
the colonies. Altogether, these experiments indicated that although
centromeres appeared less efficient in linear as compared to
circular minichromosomes, a significant proportion of cells
retained extra-chromosomal single copies of both pYAC_MEM
and YAC_MEM.
We wanted to study the replication intermediates (RIs) and
segregation products of pYAC_MEM and YAC_MEM with and
without DNA topoisomerases. To this end we used both
minichromosomes to transform a top2-td degron strain [11]
(provided by Jonathan Baxter). Cells were synchronized at the G1-
S boundary with a-factor and released into the S-phase at the
permissive or restricted conditions (see material and methods). Cell
aliquots were fixed from exponentially growing cultures and at
different times after their release into the S-phase. They were
stained with SYTOXGreen and analyzed by flow cytometry
(Figure 2). The results obtained confirmed previous observations
[12] indicating that in the presence of DNA topoisomerases (top2-
td cells grown at permissive conditions) cell progression into S-
phase was already detected at the 20 min sample and 2C cells
progressively accumulated thereafter. In the absence of topoisom-
erase 2 (top2-td cells grown at the restrictive conditions) a delay
occurred in the entry of cells into S-phase. However, these cells
recovered fast and no significant difference between these cells and
those growing at the permissive conditions was observed by
40 min after the release. Note that by 80 min, cells growing at the
restrictive conditions showed DNA contents slightly bigger than
those cells growing at the permissive conditions. This is due to
errors in cytokinesis that leads to multinucleated cells [12]. These
experiments confirmed that the transformed yeast cells were able
to complete S-phase in the absence of topoisomerase 2. They were
not able to divide properly, though, because sister chromatids
remained catenated [7,12].
Analysis of replication products of pYAC_MEM and
YAC_MEM with and without DNA topoisomerases
It was previously shown that top2-td cells synchronized with a-
factor complete S phase ,60 minutes after their release [12]. To
examine minichromosome’s segregation, cells were fixed 80 min
after their release (see Figure 2). DNA was isolated and analyzed
undigested in 2D gels. The cartoons shown in Figure 3 illustrate
the different patterns expected when undigested circular molecules
and linear DNA replication intermediates are analyzed in two-
dimensional (2D) agarose gel electrophoresis [13–18]. The results
obtained are shown in Figure 4. For pYAC_MEM under
permissive conditions, monomeric and dimeric topoisomers were
clearly distinguished (left top panel) suggesting that topoisomerase
2 efficiently decatenated sister duplexes once replication was over.
On the contrary, under restricted conditions, in addition to
monomeric topoisomers, catenanes (CatAs, CatBs and CatCs)
accumulated (right top panel), indicating that here topoisomerase
2 was inactive [12]. To confirm the latter observation, DNA was
digested with the nicking endonuclease NtBpU10I prior to analysis
in 2D gels. Only linear monomers and dimers were detected for
the DNA of cells released under permissive conditions (left mid
panel), whereas CatAs were the most prominent signal detected for
the DNA of cells released under restricted conditions (right mid
panel). Surprisingly, for the linear YAC_MEM, the only signal
detected corresponded to linear monomers (third row panels)
regardless of whether the cells were released into S-phase at the
permissive or restricted conditions. These observations strongly
suggested that linear YACs were able to segregate in the absence
of Topo 2. Note that herein segregation is used to indicate that
after replication, sister duplexes are are not catenated and are able
to separate from each other. In other words, here segregation is
not used to indicate errors in spindle formation and unimpaired
mitosis.
Analysis of the replication intermediates of pYAC_MEM
We wanted to confirm that minichromosomes were able to
replicate at the molecular level. To characterize their replication
mode, top2-td transformed cells were fixed at different times after
their release into the S-phase and the corresponding RIs were
examined in 2D gels after linearization with a number of different
restriction enzymes (see Figures 1A and B). RIs were unambigu-
ously detected in the samples collected between 20 and 60 minutes
after their release. The 2D gel patterns obtained were similar
although the strength of the signals varied. The strongest signals
for RIs were obtained 40 minutes after the release. For
pYAC_MEM the results obtained are shown in Figure 5.
Digestion of the circular minichromosome with BamHI and
hybridization with L2 (Figure 1A and top panel in B) allowed us to
examine the 2D gel patterns generated by RIs of the larger
6198 bp resulting fragment containing ARS4 and CEN6 (top
panel in Figure 5). The simulation program 2D gels [19] was used
to predict the shape of the RIs responsible for the patterns
Replication and Segregation of YACs
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observed. None of the patterns detected corresponded to those
expected for unconstrained replication of the circular minichro-
mosome. In such a case initiation would occur at ARS4 in a bi-
directional manner. The shapes of the RIs predicted for this model
were called ‘‘Unconstrained’’ in Figure 5. Note that transition
from bubbles to simple-Ys would have occurred at a mass of
,1.8x. The simulation program predicted that the patterns
observed corresponded to two different replication models that co-
existed. In the first one, here called Cen-P, initiation of DNA
replication occurs at ARS4 in a bi-directional manner. The
replication fork moving counterclockwise, though, stalls perma-
nently at CEN6. The clockwise moving fork, on the other hand,
progresses all around the circular minichromosome to encounter
the stalled fork at CEN6. Progression of this clockwise moving fork
might not be uniform, though, as it could slow-down variably
[20,21]. Note that transition from bubbles to double-Ys for this
replication model would occur at a mass of ,1.4x. In addition, as
more than 50% of the RIs would be double-Ys, the corresponding
double-Y arc would show an inflection [16,22]. The second
replication model (here called Cen-T) predicted by the simulation
program 2D gels [19] assumed that initiation of DNA replication
also occurs at ARS4 in a bi-directional manner. In this model,
though, the fork moving counterclockwise stalls at CEN6 only
transiently and continues its way after variable periods of time.
This transient blockage allows progression of the other clockwise
moving fork to variable lengths and termination (the head-on
encounter of both forks) would occur at different sites in different
cells. Since electrophoretic mobility of RIs in agarose gels is not
linear, the signal generated by infrequent different double-Ys
would only be detected faintly for molecules showing high
electrophoretic mobility. Otherwise, the double-Ys would generate
Figure 1. Construction of pYAC_MEM and YAC_MEM. A: Name, mass and genetic map of the circular minichromosome. The relative positions
of its most relevant features are indicated inside: The centromeric sequence CEN6, the autonomous replication sequence (ARS4), URA3, the lambda
DNA marker sequence (L1), Tetrahymena telomeric repeats, HIS3, the lambda DNA marker sequence (L2), the ColE1 unidirectional origin (ColE1 Ori)
and the ampicillin-resistance gene (AmpR). Outside, the relative positions of sites recognized by specific restriction endonucleases are indicated. B:
The corresponding linear maps of the circular minichromosome’s restriction fragments and their sizes are indicated. At the bottom the genetic map
of YAC_MEM. C: Circular and linear DNAs analyzed in unidirectional gel electrophoresis run in the presence of 0.1 mgr/ml chloroquine. The relative
positions for linear size markers are indicated to the left. The number for each lane is shown on top and the nature of each band is shown to the right.
Intact DNA isolated from S. cerevisiae transformed with pYAC_MEM (lane 1); DNA isolated from E. coli cells transformed with pYAC_MEM digested
with BamHI (lane 2); Intact DNA from S. cerevisiae transformed with YAC_MEM (lane 3). Hybridized with L2. D: Genomic and extra-chromosomal DNA
fragments analyzed by unidirectional gel electrophoresis after digestion with BamHI and XhoI, hybridized with URA3. DNA from untransformed cells
(lane 1); DNA from cells transformed with pYAC_MEM (lane 2); DNA from cells transformed with YAC_MEM (lane 3). Note the relative intensities of the
genomic (chromosomal) and extrachromosomal bands in each lane.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g001
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a triangular smear [16,22]. Note that here transition from bubbles
to simple-Ys would also occur at a mass of ,1.4x.
To confirm the replication models called Cen-P and Cen-T
predicted by the 2D gel simulation program [19], DNA isolated
from synchronized top2-td cells transformed with pYAC_MEM
were harvested 40 minutes after their release into S-phase,
digested with different restriction enzymes that placed CEN6 at
different relative positions in the linearized fragment, and analyzed
in 2D gels. The different circular and linear maps are shown in
Figures 1A and B and the corresponding immunographs are
shown in Figure 5. Note that for the BamHI-SalI 5487 bp
fragment hybridized with L2 (second panel in Figure 5), both
replication models (Cen-P and Cen-T) predicted the transition
from bubbles to simple-Ys would occur at a mass or ,1.3x. For
the BamHI-EcoRV 4574 bp fragment hybridized with L1 (third
panel in Figure 5), both replication models predicted the transition
from bubbles to simple-Ys would occur at a mass or ,1.2x. For
the PvuI-PvuI 4682 bp fragment hybridized with L1 (fourth panel
in Figure 5), as here ARS4 would be placed close to the left end of
the fragment, both models predicted RIs containing an internal
bubble would occur up to a mass of ,1.9x. The immunographs
and their interpretations (second, third and fourth panels in
Figure 5) confirmed the replication models predicted by the
simulation program 2D gels [19]. Finally, for the BamHI-SwaI
3432 bp and the PvuI-PvuI 3284 bp fragments lacking ARS4, the
models predicted the RIs would mostly consist of simple-Ys and
only the Cen-T model predicted some termination events would
take place at different relative positions close to the left end of both
fragments. Indeed, the corresponding immunographs showed
stronger signals on the arc of X-shape recombinants, suggesting
termination events at the predicted locations (see the two bottom
panels in Figure 5). Altogether these observations confirmed that
in pYAC_MEM replication forks stall at the centromere CEN6
either in a permanent or a transient manner [23]. It should be
noted that each immunograph in Figure 5 revealed a mixture of
different populations that replicated mainly according to the two
models predicted by the program.
To find out whether or not the replication of linear
minichromosomes follows a similar pattern, cells transformed
with YAC_MEM were synchronized at the G1-S boundary,
released into S-phase at the restrictive conditions and harvested
40 minutes thereafter (see Figure 2). In this case, though, only
Figure 2. Cell synchronization and monitor of their synchronous progression through the S-phase with and without DNA
topoisomerase 2. top2-td cells transformed with the circular minichromosome pYAC_MEM were synchronized at the G1-S boundary and released
synchronously into the S-phase at either permissive or restricted conditions. Samples were taken at regular intervals, the cells stained with
SYTOXGreen and analyzed by flow cytometry. The data corresponding to fluorescence-activated cell sorting analysis of DNA content is shown. For
comparison, top2-td curves from cells grown at the permissive temperature are indicated in pale gray for the diagrams of cells grown at the
restrictive conditions.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g002
Figure 3. Cartoons illustrating the different patterns generated by the stereoisomers of undigested circular minichromosomes and
linear DNA replication intermediates in 2D gels. A: Linear forms (1.0x and 2.0x) and covalently closed monomers (CCCm) and dimers (CCCd) are
depicted in black. CatA (catenanes where both rings are nicked) are depicted in light blue. CatB (catenanes where one ring is nicked and the other
covalently closed) are depicted in red. CatC (catenanes where both rings are covalently closed) are depicted in green. KnCatA (nicked-catenanes
where one or both rings are knotted) are depicted in yellow. And knotted monomers (Knm) are depicted in black encircled yellow. B: Complete
patterns generated by linear replication intermediates. Bubbles in red, Simple-Ys in green, Double-Ys in violet, X-shaped recombinants in blue and
unreplicated linear fragments in black. C: Patterns illustrating the transition from Bubbles to Double-Ys when it occurs after 1.5x. D: Patterns
illustrating the transition from Bubbles to Double-Ys when it occurs before 1.5x. Note that here Double-Ys have a characteristic inflection. E and F:
Patterns illustrating transitions from Bubbles to Simple-Ys.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g003
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undigested RIs were analyzed in 2D gels. The results obtained are
shown in Figure 6. In both cases: with topoisomerase 2 (top2-td
cells grown at the permissive temperature) and without topoisom-
erase 2 (top2-td cells grown at the restrictive temperature), the
replication patterns observed in the immunograms were identical.
Surprisingly, an almost complete bubble arc and another complete
simple-Y arc were clearly detected. The signal for the simple-Y arc
was stronger toward the end of replication as the mass of RIs
approached 2.0x. This does not necessarily indicate fork stalling as
it could be simply due to the juxtaposition of both replication
patterns in this region as predicted by the simulation program 2D
gels [19]. Note that some linear YACs initiated replication at
ARS4 in a bi-directional manner and both replication forks
progressed unconstrained. In these molecules transition from
bubbles to simple-Ys occurred at a mass ,1.8x the mass of
unreplicated molecules. On the other hand, the detection of a
complete simple-Y arc indicated that in some linear YACs
initiation of replication also occurred at the telomeres.
Construction of pYAC_MEM_RFB+ and YAC_MEM_RFB+
and analysis of their replication intermediates
Several DNA sequences that form secondary structures or bind
protein complexes are known barriers to replication and potential
Figure 4. Analysis of replication products of pYAC_MEM and YAC_MEM with and without DNA topoisomerases. Synchronized top2-td
cells transformed with either pYAC_MEM or YAC_MEM were fixed 80 minutes after their release into the S-phase under permissive or restricted
conditions. Undigested pYAC_MEM, the same DNA digested with the nicking enzyme NtBpU10I and undigested YAC_MEM DNAs were analyzed in
2D gels. The corresponding immunograms are shown together with a diagrammatic interpretation of the most prominent signals to their right. Cats
= Catenanes A, B and C; OCms = Monomer Open Circles; Lms = Monomer Linears.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g004
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inducers of genomic instability [24,25]. To find out if in addition
to centromeres, other natural barriers (RFBs) also depend on DNA
supercoiling, we cloned a DNA fragment containing the yeast
ribosomal RFB [26–28] into pYAC_MEM in its active orienta-
tion. The yeast ribosomal DNA sequence called RFB located in
the intergenic spacer binds the protein called FOB1 and this
complex stalls replication forks in a polar manner [29,30]. The
map of the resulting minichromosome (pYAC_MEM_RFB+) is
shown in Figure 7A. Digestion of this circular minichromosome
with BamHI (Figure 7B) releases the HIS3 containing inter-
telomeric-repeats’ insert leaving the Tetrahymena telomeres at the
ends of a 7140 bp linear fragment. Top2-td cells were transformed
with either the circular or the linear form of this minichromosome,
blocked at the G1-S boundary with a-factor and released
synchronously into the S-phase. Cells were harvested 40 minutes
after the release and the RIs analyzed in 2D gels. For the circular
pYAC_MEM_RFB+, DNA was digested with BamHI and SwaI
and hybridized with L1 as indicated in the top panels of Figure 7A
and B. For the linear YAC_MEM_RFB+, DNA was analyzed
undigested and hybridized with L2 (see bottom panel in
Figure 7B). The results obtained demonstrated that the yeast
ribosomal RFB stalled replication forks in both minichromosome
forms: circular and linear (Figure 7C).
Discussion
Topo 2 is dispensable for transcription, replication and
segregation of small linear YACs
Supercoiling is thought to play a crucial role in transcription
and replication. Negative supercoiling is thought to assist the
binding of factors required to start transcription and replication
[31] and topoisomerases 1 and 2 act within a 600 bp region
spanning the replicating forks although their independent ablation
does not affect fork progression [32]. At elongation, as positive
supercoiling accumulates ahead of progressing forks, topoisomer-
ases are needed to maintain DNA under negative superhelical
strain and thus facilitate unwinding. In addition, during replication
swiveling of the progressing fork might allow some positive
supercoiling to diffuse back behind the fork where it takes the form
of pre-catenanes [33]. Here again Topo 2 is required to eliminate
them and the resulting catenanes to allow segregation of the sister
chromatids once replication is over. Topoisomerase 3 together
with the RecQ helicase are able to decatenate DNA in in vitro
assays [34–36] but for circular minichromosomes catenated
duplexes accumulate in the absence of Topo 2 in vivo [7,12]
and results in Figure 4). It was recently shown that DNA
supercoiling (negative in prokaryotes and positive in eukaryotes)
facilitates decatenation [12,37]. Small linear YACs are not
supercoiled [1,3,4 and results here described], but they transcribe,
replicate and segregate regardless of Topo 2. Cells transformed
with YAC_MEM would not be able to survive unless the URA3
gene of the small linear minichromosome remains fully operative.
Cohesin was found to hold together sister chromatids even after
complete decatenation by Topo 2 [38] but this complex is not able
to decatenate sister duplexes by itself. Altogether, our observations
suggest that DNA supercoiling could modulate but is not essential
for transcription, replication and segregation.
DNA supercoiling might play a key role in the
modulation of replication fork progression
The antagonism between centromeres and functional telomeres
might cause centromere’s misfunction [9]. This would explain why
replication forks progressed unconstrained throughout centromer-
ic DNA in linear YACs but not in the circular version [39].
Alternatively, DNA supercoiling might play a significant role for
centromeres to hinder replication fork progression. Other barriers,
such as the yeast ribosomal RFB, which is known to work in extra-
chromosomal circular minichromosomes [25–30], worked fine
regardless of DNA topology (See Figure 7).
DNA torsional tension dissipates freely throughout the
telomeres
It was recently shown that in S. cerevisiae an excess of positive
supercoiling produces a general impairment of transcription
initiation except for genes situated at ,100 kb from the
chromosomal ends [5]. This observation led the authors to suggest
that DNA helical tension dissipates at chromosomal ends. The fine
structure of telomeres is still imperfectly understood [40]. The
presence of a 39 single-stranded G-rich overhang appears
unquestionable [41], but the formation of t-loops [42,43] and/or
G-quartets [44] are still under debate [45]. In any case, the results
obtained here indicate that the putative t-loops and/or G-quartets
at the end of eukaryotic chromosomes are not topological barriers
during replication or they could form transiently [46]. The latter
observation might fit with the idea that the related helicases pif1
and/or rrm3 [47,48] could play a crucial role in the dissipation of
supercoiling through the telomeres in vivo. In any case, our results
support the idea that supercoiling dissipates throughout the
telomeres. This would explain why small linear YACs appear
relaxed and need no topoisomerases to transcribe, replicate and
segregate.
Initiation of DNA replication can occur at the telomeres
The detection in 2D gels of a simple-Y arc among the
replication intermediates of small linear YACs indicated that a
single fork that progresses unconstrained from one end to the other
could complete their replication. This observation implies that in
some cases initiation of DNA replication occurs at the telomeres.
Similar observations have been reported for telomeric DNA in
Xenopus cell free extracts [49] and specific telomeres of individual
human chromosomes in embryonic stem (ES) cell lines and two
primary somatic cell types [50]. No bubble arc was observed for
the 3284 bp PvuI-PvuI DNA fragment hybridized with L2 (see
Figures 1 and 5), indicating that replication does not initiate at
telomeric repeats in the circular pYAC_MEM.
Figure 5. Analysis of the replication intermediates of pYAC_MEM. Synchronized top2-td cells transformed with pYAC_MEM were fixed
40 minutes after their release into the S-phase. The DNA was isolated, digested with the restriction enzymes shown to the left and analyzed in 2D
gels. The corresponding immunograms are shown in the far left column with their corresponding interpretative diagrams to their right. Bubble arcs in
red, simple-Y arcs in green and double-Ys in pale blue. Linear molecules and recombinants are shown in black. The simulation program 2D gel [19]
was used to predict the shape of twelve consecutive RIs if replication proceeds unconstrained or if the leftward moving fork stalls permanently (Cen-
P) or transiently (Cen-T) at the centromere CEN6. A linear map is shown on top of each series of RIs showing the relative positions of ARS4 (in green)
and CEN6 (in magenta). The relative masses of the RIs are shown to the left. Red arrows indicate the transition mass of the RIs from bubbles to simple-
Ys whereas blue arrows indicate transition mass from simple-Ys to double-Ys.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g005
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Telomeres and DNA topoisomerases might have co-
evolved
The origin and evolution of DNA topoisomerases have been
reviewed elsewhere [51–53]. The observation that the main
families of topoisomerases are not homologous, suggests they
originated independently in the three cellular domains: prokary-
otes, archaea and eukaryotes. Although the need for topoisomer-
ases was already recognized by Watson and Crick as soon as they
proposed their model for the structure of DNA [54], it seems likely
that they were not needed for the first forms of life on earth, as
proposed by the so-called LUCA (Last Universal Common
Ancestor) model with an RNA genome without the need for
DNA topoisomerases [51]. Interestingly, it was recently shown that
in the filamentous bacteria of the genus Streptomyces, Topoisom-
erase IV, the prokaryotic decatenase, is required for partitioning of
their circular chromosomes but not the linear ones [55]. In any
case, to our knowledge the data presented here represents the first
experimental evidence where it is clearly shown that even in
modern eukaryotes, DNA replication and segregation of small
linear YACs can occur in the absence of DNA topoisomerases.
The observations we reported here advance many new
questions: At which size of a YAC do topoisomerases become
essential? Which is the minimal distance for two ARSs to avoid
interference in a YAC? In such a YAC, would Topo 2 be needed
to resolve the entanglements generates as two forks moving in
opposite directions approach each other? Could a YAC with an
internal topological domain and two open telomeric domains be
considered a ‘‘real’’ eukaryotic chromosome prototype? These are
the type of questions we are currently trying to answer.
Methods
Yeast strains
Yeast strains were based on W303-1a (MATa ade2-1 ura3-1
his3-11, trp1-1 leu2-3, can1-100) modified for use with the
‘‘degron’’ system (strain YST114), as described [56] supplied by
Jonathan Baxter.
Media and cell cycle synchronization
Top2-td cells were grown at 25uC in synthetic medium without
uracil containing 2% raffinose (Raf). Cultures were transferred to
complete medium YP with Raf until midlog and yeast cells were
arrested at G1 with 10 mg/ml a-factor. Induction of the Ubr1
promoter was achieved by addition of 2% galactose. When 90% of
cells were in G1 (120–150 min) 50 mg/ml Doxycycline was added.
After 30 min the cultures were shifted to 37uC for 1:30 hour. Cells
were washed 4 times and incubated in YP medium plus 2% Raf,
2% gal, and 50 mg/ml doxyclycline at 37uC and cell samples were
taken at the indicated times. Time 0 was defined as the time of the
first wash. Cell synchronization was performed as described
elsewhere [12].
Flow cytometry
Samples for flow-cytometric analysis were collected and
processed as described before [47] and analyzed using a XL
Coulter from Beckman Coulter.
DNA preparation
DNA was isolated by the Hoffman method [57]. In the case of
replication intermediates, DNA was prepared according to
Huberman’s procedure [58] with some modifications.
DNA treatments
DNA was digested with BamHI, EcoRV, KpnI, NsiI, PvuI,
PvuII, SalI, SwaI, XhoI, (New England Biolabs) and Nt.Bpu10I
(Thermo Scientific) for at least 2 hours at 37uC except for SwaI
that was incubated at 25uC.
Figure 6. Analysis of the replication intermediates of YAC_-
MEM in the presence and absence of DNA topoisomerases.
Synchronized top2-td cells transformed with YAC_MEM were fixed
40 minutes after their release into the S-phase under permissive or
restricted conditions. The DNA was isolated and analyzed undigested in
2D gels. The corresponding immunograms are shown with their
corresponding interpretative diagrams to their right. Bubble arcs in red
and simple-Y arcs in green. Linear molecules and recombinants are
shown in black. The simulation program 2D gel [19] was used to predict
the shape of twelve consecutive RIs if replication initiated bi-
directionally at ARS4 and proceeds unconstrained (shown to the left)
or if initiation occurs at one telomere (shown to the right). A linear map
is shown on top of each series of RIs showing the relative positions of
ARS4 (in green) and CEN6 (in red). The relative masses of the RIs are
shown to the left. The red arrow indicates the transition from bubbles
to simple-Ys.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g006
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2D agarose gel electrophoresis and southern transfer
The first dimension was in a 0.35–0.5% agarose gel (Seakem;
FMC Bioproducts) in TBE buffer (89 mM Tris-borate, 2 mM
EDTA) at 0.9 V/cm at room temperature for 27–38 h. The
second dimension was in a 0.9–1.2% agarose gel in TBE buffer
and was run perpendicular to the first dimension. The dissolved
agarose was poured around the excised agarose lane from the first
dimension and electrophoresis was at 4.5 V/cm in a 4uC cold
chamber for 11–13 h. in the presence of 0.3 mg/ml ethidium
bromide when necessary. Southern transfer was performed as
described before [20,59].
Non-radioactive hybridization
DNA probes were labelled with digoxigenin using the DIG-
High Prime kit (Roche). Membranes were pre-hybridized in a
20 ml pre-hybridization solution (2x SSPE, 0.5% Blotto, 1% SDS,
10% dextran sulphate and 0.5 mg/ml21 sonicated and denatured
salmon sperm DNA) at 65uC for 4–6 h. Labeled DNA was added
and hybridization lasted for 12–16 h. Hybridized membranes
were sequentially washed with 2x SSC and 0.1% SDS at room
temperature for 5 min twice and with 0.1x SSC and 0.1% SDS at
68uC for 15 min twice as well. Detection was performed with an
antidigoxigenin-AP conjugate antibody (Roche) and CDP-Star
(Perkin Elmer) according to the instructions provided by the
manufacturer. Quantification of autoradiograms was performed
using a ImageJ64 software.
Construction of yeast replicating plasmid
pYAC_MEM (7966 bp): First, two lambda sequences of 273 pb
and 436 pb, named L1 and L2, were inserted, respectively,
between SalI and KpnI of pRS316 to use them as DNA marker
sequences and pRS316 was converted into a 4788 bp centromeric
plasmid called pRSF1_MEM. Second, the F1 origin and LacZ
gene were removed with Nsil and the ends were ligated to yield
pRS_MEM. Third, the XhoI fragment of the circular chromo-
Figure 7. Construction of pYAC_MEM_RFB+ and YAC_MEM_RFB+ and analysis of their replication intermediates. A: Name, mass and
genetic map of the circular minichromosome. The relative positions of its most relevant features are indicated inside: The centromeric sequence
CEN6, the autonomous replication sequence (ARS4), URA3, the lambda DNA marker sequence (L1), the ribosomal RFB, Tetrahymena telomeric
repeats, HIS3, the lambda DNA marker sequence (L2), the ColE1 unidirectional origin (ColE1 Ori) and the ampicillin-resistance gene (AmpR). Outside,
the relative positions of sites recognized by specific restriction endonucleases are indicated. B: The corresponding linear map of the restriction
fragment used and its size. Below, the genetic map of YAC_MEM_RFB+. C: Synchronized top2-td cells transformed with either pYAC_MEM_RFB+ or
YAC_MEM_RFB+ were fixed 40 minutes after their release into the S-phase. The DNA was isolated, digested with the restriction enzymes shown to
the left or kept undigested and analyzed in 2D gels. The corresponding immunograms are shown at the far left column with their corresponding
interpretative diagrams to their right. Bubble arcs in red and simple-Y arcs in green. Linear molecules, recombinants and accumulated forms are
shown in black. The simulation program 2D gel [19] was used to predict the shape of twelve consecutive RIs. For the BamHI-SwaI restriction fragment
of the circular minichromosome pYAC_MEM_RFB+, if replication initiates at ARS4 and both forks proceed unconstrained (i), if replication initiates at
ARS4, the leftward moving fork stalls permanently at CEN6 and the rightward moving fork moves unconstrained through the RFB (ii), and if
replication initiates at ARS4, the leftward moving fork stalls transiently at CEN6 and the rightward moving fork stalls permanently either at the first or
the second closely spaced sites of the RFB (iii). Below, for the linear minichromosome YAC_MEM_RFB+ on top, if replication initiates at ARS4 and both
forks proceed unconstrained (i), if replication initiates at ARS4 and the rightward moving fork stalls permanently at the RFB (ii) and if replication
initiates at the left telomere and the rightward moving fork stalls permanently at the RFB (iii). A linear map is shown on top of each series showing the
relative positions of ARS4 (in green), CEN6 (in magenta) and the RFB (in red). The relative masses of the RIs are shown to the left. Red arrows indicate
the transition mass of the RIs from bubbles to simple-Ys whereas blue arrows indicate the transition mass from simple-Ys to double-Ys.
doi:10.1371/journal.pone.0104995.g007
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some pYAC_RC [60], that contains the 3163 bp telomeric
sequences of Tetrahymena thermophile [61] separated by
sequence with histidine gene, were inserted into the XhoI site of
pRS_MEM to obtain pYAC_MEM.
pYAC_MEM_RFB+ (8908 bp): The pBB6-RFB+ [62] was
digested with EcoRI to isolate the RFB fragment which was
inserted into the SalI site of the pYAC_MEM.
Both circular minichromosomes were linearized with BamHI to
obtain the linear forms.
Minichromosomes were introduced into yeast by lithium acetate
method [63].
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ABSTRACT
We systematically varied conditions of two-
dimensional (2D) agarose gel electrophoresis to op-
timize separation of DNA topoisomers that differ ei-
ther by the extent of knotting, the extent of catena-
tion or the extent of supercoiling. To this aim we
compared electrophoretic behavior of three differ-
ent families of DNA topoisomers: (i) supercoiled DNA
molecules, where supercoiling covered the range ex-
tending from covalently closed relaxed up to natu-
rally supercoiled DNA molecules; (ii) postreplicative
catenanes with catenation number increasing from 1
to ∼15, where both catenated rings were nicked; (iii)
knotted but nicked DNA molecules with a naturally
arising spectrum of knots. For better comparison,
we studied topoisomer families where each mem-
ber had the same total molecular mass. For knot-
ted and supercoiled molecules, we analyzed dimeric
plasmids whereas catenanes were composed of
monomeric forms of the same plasmid. We observed
that catenated, knotted and supercoiled families of
topoisomers showed different reactions to changes
of agarose concentration and voltage during elec-
trophoresis. These differences permitted us to opti-
mize conditions for their separation and shed light
on physical characteristics of these different types
of DNA topoisomers during electrophoresis.
INTRODUCTION
Two-dimensional (2D) agarose gel electrophoresis is the
method of choice to separate the topoisomers of any given
circular DNA molecule (1–3). It basically consists in two
consecutive runs of electrophoresis performed under dif-
ferent conditions and run at two orthogonal directions (4–
8). One of its versions, originally designed by Bell and
Byers (4) to separate branched and linear molecules, was
subsequently adapted to characterize the replication in-
termediates (RIs) of any given linear DNA fragment (9).
This method is now widely used to map replication ori-
gins, termination sites, replication fork stalling and even
molecules containing reversed forks (9–13). In this ver-
sion, the first dimension usually occurs in a low percent-
age agarose gel (∼0.4%) run at a relatively low voltage (∼1
V/cm). The second dimension occurs perpendicular to the
first one, but in a higher percentage agarose gel (∼1%)
run at higher voltage (∼5–6 V/cm). It was early noticed
that this method could also be successfully applied to an-
alyze different topological forms (14). Supercoiled, cate-
nated and knotted forms are clearly identified as they re-
act in a different way to changes of electrophoretic condi-
tions (15). Several reports demonstrated that in low concen-
tration agarose gels run at low voltage the electrophoretic
mobility of different DNA knots and catenanes systemat-
ically increases with the average crossing number (ACN),
these molecules show in an unperturbed form, since for
molecules with the same chain length an increase of ACN
necessities increase of overall compaction (16–19). Here,
we used low voltage and low agarose concentration dur-
ing the first dimension and several different conditions
during the second dimension of a 2D gel system to ex-
amine the roles of voltage and agarose concentration on
the electrophoretic mobility of three families of topoiso-
mers with the same mass: supercoiled dimers (ScDimers),
nicked-knotted dimers (KnDimers) and monomeric-nicked
catenanes (CatAs). Cartoons illustrating these topoisomers
*To whom correspondence should be addressed. Tel: +34 91 837-3112 (Ext 4232); Fax: +34 91 536-0432; Email: schvartzman@cib.csic.es
Correspondence may also be addressed to Andrzej Stasiak. Tel: +41 21 692 4282; Fax: +41 21 692 2205; Email: andrzej.stasiak@unil.ch
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Figure 1. Cartoons and analysis of different topoisomers in two-dimensional (2D) agarose gels. A supercoiled monomer (ScMonomer), supercoiled dimer
(ScDimer), nicked-catenated monomers (CatA), nicked-knotted monomer (KnMonomer) and nicked-knotted dimer (KnDimer) are represented. They
all have the same mass and similar density of crossings (see text). Intramolecular crossings are marked with a black spot while intermolecular ones are
pointed with an asterisk. The catenated rings in CatA are drawn in blue and red and in green and red to distinguish each of them. Immunograms of DNA
samples enriched for different topoisomers analyzed by high-resolution 2D agarose gel electrophoresis are shown to the right: (A) DNA sample enriched
for supercoiled monomers (CCCm) and dimers (CCCd). (B) DNA sample enriched for nicked-catenated monomers (CatAm) and knotted monomers
(Knm). (C) DNA sample enriched for supercoiled dimers (CCCd) and knotted dimers (Knd). Electrophoresis conditions are detailed to the left of each
immunogram. Interpretative diagrams are shown to the right. In these diagrams and the following figures supercoiled dimers (CCCd) are called ScDimers
and are depicted in dark blue, nicked-casemated monomers (CatAm) are called CatAs and are depicted in red, and nicked-knotted dimers (Knd) are called
KnDimers and are depicted in pink.
are shown in Figure 1. Supercoiled and nicked-knotted
monomers are also shown. To facilitate further discussion,
we chose to draw representatives of three different fami-
lies of topoisomers in such a way that they show a similar
density of crossings. Comparison of supercoiled, knotted
and catenated molecules is not trivial. The essential con-
cepts of DNA topology have been treated in detail in several
books and reviews (20–23). In short, in the case of super-
coiled DNA molecules their average shape, which is an im-
portant factor affecting electrophoretic mobility, depends
on the extent of torsional stress acting on the molecules
and this in turn depends on how much the linking num-
ber of a given supercoiled DNA molecule differs from the
linking number of another covalently closed molecule with
the same nucleotide sequence. In the case of catenanes ana-
lyzed here, molecules were nicked and thus released of tor-
sional stress but they differed in the extent of their catena-
tion number, which informs how many times one double-
stranded DNA molecule is topologically linked with the
other (24). The differences in catenation number affect the
average shape and deformability of catenanes. Finally for
the knotted DNAmolecules analyzed here, which were also
nicked, their shape and deformability depends on the type
of formed knots where more complex knots, with higher
number of crossings reach a more compact shape than less
complex knots (23). As schematically illustrated in Figure
1, ScDimers, KnDimers and CatAs are molecular species of
the same mass. For the molecules we chose to examine, the
mass of pBR18 monomers is 4383 bp and for dimers it cor-
responds to 8766 bp. For covalently closed circles (CCCs)
the stepwise changes of their electrophoretic mobilities are
the consequence of different linking numbers (Lk). For
CatAs these stepwise changes are the consequence of dif-
ferent catenation numbers (Ca). For nicked, knotted circles,
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finally, the stepwise changes in their electrophoretic mobil-
ities are the consequence of different knot types where the
decisive contribution comes from different minimal number
of crossings characterizing any given knot, although differ-
ent types of knots with the same minimal crossing number
show slightly different electrophoretic mobility (18). Torus
type of catenanes and twist type of knots with increasing
number of crossings are expected to form regularly spaced
bands in arcs of catenated and of knotted DNA molecules.
Here we decided to compare the electrophoretic mobility
of ScDimers, KnDimers and CatAs based on the empirical
observation that for individual members within each fam-
ily this mobility changes stepwise (Figures 2 and 4). We at-
tributed these changes in mobility to changes in molecular
shape that occur stepwise and are results of differences of
topological complexity (C).C is a practicalmeasure that
tells how many spaces between DNA bands on a given arc
(of supercoiled, of nicked catenated and of nicked knotted
molecules) separate a given form from a band formed by
simple not-supercoiled DNA circles of the same size. Each
point in the graphs shown in Figures 3, 5, 6 and 7 and Sup-
plementary Tables S1–S6 corresponds to the electrophoretic
mobility expressed inmm/h of individual spots of each fam-
ily of topoisomers identified in the immunograms of Figures
2 and 4.
The results obtained indicated that the contribution
of increasing C to electrophoretic mobility differed for
ScDimers, KnDimers and CatAs depending on the condi-
tions of electrophoresis applied.
MATERIALS AND METHODS
Bacterial strains, plasmids and culture medium
The Escherichia coli strains used in this study were DH5F′
(supplied by Santiago Rodrı´guez de Co´rdoba), parE10
(provided by Ian Grainge) and LZ38 (supplied by Lynn
Zechiedrich). Their relevant genotypes are detailed below:
DH5F′ F′/gyrA96(Nalr) recA1 relA1 endA1 thi-1 hsdR17
(rk-mk+) glnV44 deoR
(lacZYA-argF)U169[F80d(lacZ)M15]
parE10 W3110 F- except [parE10 recA]
LZ38 F- (P80 red114 xis-l cl857) zei-723::Tn10 parCK84::kan
Competent cells were transformedwithmonomeric (4383
bp) or dimeric forms (8766 bp) of pBR18, a derivative of
pBR322 where the tetracycline resistance promoter was re-
placed with the poly-linker of pUC18 (12). DH5F′ and
LZ38 cells were grown in LBmedium at 37oC while parE10
cells were grown at 30oC. In all cases, 75 g/ml ampicillin
was added to the LB medium. Isolation of plasmid DNA
was performed as described elsewhere (25,26).
Cell and DNA treatments
We used norfloxacin to inhibit wild-type DNA gyrase and
topoisomerase IV (Topo IV) in vivo as described elsewhere
(27,28). Drug-resistant mutants allowed us to selectively in-
hibit DNA gyrase or Topo IV. Cells were treated with 15
or 156 M Norfloxacin for 15–30 min just before harvest.
In all cases the DNA samples analyzed were prepared from
separately isolated pools of supercoiled DNAs mixed in
vitro with nicked forms of knotted or catenated molecules.
To induce single-stranded breaks, DNA was digested
with Nb.BsmI (New England Biolabs) for 1 h at 8 U/g
of DNA at 50oC. Reactions were blocked with 100 g/ml
proteinase K (Roche) for 30 min at 37oC (29).
agarose gel electrophoresis and Southern transfer
The first dimension was in a 0.4% agarose gel in TBE buffer
(89 mMTris–borate, 2 mM ethylenediaminetetraacetic acid
(EDTA)) at 1.0 V/cm at room temperature for 25–30 h.
The second dimension was in a 0.8–1.2% agarose gel in
TBE buffer that was run perpendicular to the first dimen-
sion. The dissolved agarose was poured around the excised
agarose lane from the first dimension and electrophoresis
was at 5–6.6 V/cm in a 4oC cold chamber for 8–22 h. South-
ern transfer was performed as described before (30).
Non-radioactive hybridization
DNA probes were labeled with digoxigenin using the DIG-
High Prime kit (Roche). Membranes were prehybridized
in a 20 ml prehybridization solution (2× SSPE (Saline
Sodium-Phosphate-EDTA), 0.5% Blotto, 1% SDS, 10%
dextran sulfate and 0.5 mg/ml sonicated and denatured
salmon sperm DNA) at 65oC for 4–6 h. Labeled DNA was
added and hybridization lasted for 12–16 h. Hybridized
membranes were sequentially washed with 2× SSC (Saline
Sodium-Citrate) and 0.1% SDS at room temperature for 5
min twice and with 0.1× SSC and 0.1% sodium dodecyl sul-
fate (SDS) at 68oC for 15 min twice as well. Detection was
performed with an antidigoxigenin-AP conjugate antibody
(Roche) and CDP-Star (Perkin Elmer) according to the in-
structions provided by the manufacturer.
RESULTS
To obtain broad spectrum of topoisomers of supercoiled
dimeric forms of pBR18 we transformed E. coli LZ38 cells
(31,32) with pBR18 (12). These cells are recA+ and accu-
mulate monomeric as well as multimeric forms of the plas-
mid. In addition they bear a mutation in the parC gene that
turns Topo IV resistant to Norfloxacin. This drug inhibits
both bacterial type 2 DNA topoisomerases (33), but as in
LZ38 cells Topo IV is resistant to Norfloxacin, only DNA
gyrase is preferentially affected (34). In this way, it was
clearly shown that suboptimal concentrations of the drug
turn plasmids poorly supercoiled and monomeric as well
as dimeric topoisomers become clearly distinguished (Fig-
ure 1A). A similar result could be obtained using chloro-
quine 2D gels. However, chloroquine would not have helped
to separate nicked DNA forming different knots and cate-
nanes since in these molecules the DNA is not under a tor-
sional constraint. The aim of our investigationwas to have a
good way of separating various topological forms including
different types of nicked knots and catenanes.
To obtain DNA preparations enriched in catenanes we
transformed E. coli DH5∝F’ cells (35) with the same plas-
mid. These cells are recA− and for this reason few if any
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Figure 2. Immunograms of mixed DNA samples enriched for CatAs, ScDimers and KnDimers analyzed by 2D agarose gel electrophoresis where the
second dimension was run in 1.0% agarose gels at different voltages. Electrophoresis conditions are detailed to the left and interpretative diagrams are
shown to the right. OCd refers to the mobility of dimeric open circles used to align the different immunograms. CatAs are depicted in red, ScDimers in
dark blue and KnDimers in pink.
multimers form. In addition, DH5∝F’ cells bear a muta-
tion in the gyrA gene that turns DNA gyrase resistant to
Norfloxacin. Therefore, in these cells Norfloxacin inhibits
only Topo IV leading to the accumulation of catenated du-
plexes (34,36). Once isolated this DNA was digested with
the nicking enzymeNb.BsmI to eliminate supercoiled forms
and convert all catenanes into CatAs (Figure 1B).
To obtain knotted dimers, we transformed E. coli parE10
cells (37) with pBR18 dimers and the cells were exposed to
15 M Norfloxacin to partially relax unreplicated super-
coiled molecules (34). In this way, supercoiled and knotted
dimers could be visualized in the same 2D gel (Figure 1C).
Using the appropriatemixture ofDNAs isolated from the
different cell types, the electrophoretic mobility of CatAs
and ScDimers on one hand, and ScDimers and KnDimers
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Figure 3. Comparison of the electrophoretic mobility of different topoisomers during the first and second dimension of 2D gels where the latter occurred
at different voltages. Electrophoretic mobility as a function of C is expressed in mm/h for the CatAs (depicted in red) shown in Figure 2A and for the
ScDimers (depicted in dark blue) and KnDimers (depicted in pink) shown in Figure 2B. The actual numbers are shown in Supplementary Tables S1–S4).
on the other hand, were analyzed in 2D gel systems where
the second dimension of the 2D gel system run at different
voltages and agarose concentrations (Figures 2–4 and 5).
ScDimers were analyzed in two different experiments (Fig-
ure 2A and B). Their electrophoretic mobility during the
first and second dimensions varied slightly between experi-
ments although the differences were not significant. There-
fore, for comparison with themobility of other topoisomers
we used the figures of ScDimers observed in Figure 2B. The
electrophoretic mobility of different topoisomers, with their
corresponding increase in topological complexity (C), ex-
pressed in mm/h was compared during the first and the sec-
ond dimensions and also for the different electrophoretic
conditions used during the second dimension (Figures 3, 5,
6 and 7). The actual figures are shown in Supplementary
Tables S1–S6.
The results shown in Figures 2–6 confirmed that the
electrophoretic mobility of different topoisomers analyzed
(ScDimers, KnDimers and CatAs) increased with their ex-
pected overall compaction when the molecules were ana-
lyzed in low percentage agarose gels run at low voltage (16–
19). The electrophoretic mobility for all the families ana-
lyzed during the first dimension of the 2D gel system used,
run in 0.4% agarose gels at 1 V/cm, systematically increased
with the expected increase of the overall compaction of the
molecules. However, this was not the case anymore for the
electrophoretic runs used during the second dimension. To
identify the roles of voltage and agarose concentration on
the electrophoretic mobility of the different topoisomers,
we run the second dimension of the 2D gel system in 1%
agarose gels at three different voltages: 5.0, 5.8 and 6.6
V/cm (Figures 2 and 3) or at the same voltage (5.0 V/cm)
but in agarose gels of three different concentrations: 0.8, 1.0
and 1.2% (Figures 3 and 5).
The electrophoretic mobility of different topoisomers of
the same mass and C = 1 during the first dimension (run
in 0.4% agarose gels at 1.0V/cm) varied between 3.02mm/h
(for ScDimers) and 3.70 mm/h (for CatAs). During the
second dimension (run in 1% agarose gels at 5.0, 5.8 and
6.6 V/cm, respectively) these figures were 5.06, 9.49 and
14.09 mm/h for ScDimers and 2.25, 4.59 and 6.38 mm/h
for CatAs. Note that the simplest KnDimer, the trefoil knot,
has three nodes (18,19). The electrophoretic mobility of all
these topoisomers as their C increased was significantly
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Figure 4. Immunograms of mixed DNA samples enriched for CatAs, ScDimers and KnDimers analyzed by 2D agarose gel electrophoresis where the
second dimension was run at the same voltage (5.0 V/cm) in agarose gels of different concentrations. Electrophoresis conditions are detailed to the left
and interpretative diagrams are shown to the right. OCd refers to the mobility of dimeric open circles used to align the different immunograms. CatAs are
depicted in red, ScDimers in dark blue and KnDimers in pink.
different from each other (Figures 2 and 3 and Supplemen-
tary Tables S1–S4). These differences became manifested
when the relative mobility of the molecules with increasing
C within each family were expressed with respect to that
one shown by the simplest member of the family (Figure 6).
Note that during the second dimension for molecules with
low C, except for ScDimers, the electrophoretic mobil-
ity was inversely proportional to their C (Figure 6). This
behavior was particularly evident for KnDimers where the
electrophoretic mobility remained retarded up to molecules
with C = 8. Surprisingly, for ScDimers during the sec-
ond dimension, the electrophoretic mobility of topoisomers
with increasing C remained fairly constant up to C =
6, 8 and 14 in gels run at 5.0, 5.8 and 6.6 V/cm, respec-
tively (Figures 2 and 3). On the other hand, during this
second dimension, the behavior of CatAs was also curious.
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Figure 5. Comparison of the electrophoretic mobility of different topoisomers during the first and second dimension of 2D gels where the latter occurred in
gels of different agarose concentrations. Electrophoretic mobility as a function ofC is expressed in mm/h for the CatAs (depicted in red) shown in Figure
4A and for the ScDimers (depicted in dark blue) and KnDimers (depicted in pink) shown in Figure 4B. The actual numbers are shown in Supplementary
Tables S1, S2, S5 and S6).
Their electrophoretic mobility was retarded for the first 2–
4 C species but gained mobility very fast with each ad-
ditional C thereafter. This behavior expanded with in-
creasing voltage. Precisely the opposite was observed for
KnDimers. In other words, during the second dimension, as
voltage increased at a constant agarose concentration (1%)
topoisomers with increasing C behaved differently. For
molecules with relatively low C (> 2–4 < 10–15), CatAs
gained mobility fast, ScDimers gained very little mobility
while KnDimers reduced their mobility (Figures 2 and 3).
The effect of agarose concentration at a constant volt-
age (5.0 V/cm) during the second dimension, on the other
hand, was significantly different (Figures 4 and 5 and Sup-
plementary Tables S5 and S6). The electrophoretic mobil-
ity of CatAs and ScDimers with C = 1 decreased from
5.60 and 9.25 mm/h (in 0.8% agarose gels) to 0.64 and
2.59 mm/h (in 1.2% agarose gels), respectively. For trefoil
KnDimers, their electrophoretic mobility decreased from
7.40 mm/h (in 0.8% agarose gels) to 1.45 mm/h (in 1.2%
agarose gels). This behavior applied to almost all topoiso-
mers with increasing C. In short, the electrophoretic mo-
bility of all topoisomers studied decreased as agarose con-
centration increased. This behavior progressively turned the
shape of the different curves alike (Figure 5).
DISCUSSION
As previously mentioned, it was repeatedly shown that the
electrophoretic mobility of different DNA knots and cate-
nanes is proportional to the compactness of their unper-
turbed equilibrium shapes when analyzed in low concen-
tration agarose gels run at low voltage (16–19). The behav-
ior of these topoisomers in high concentration agarose gels
run at relatively high voltage received considerable less at-
tention (3). Bell and Byers (4) analyzed X-shaped and linear
molecules in 2D gels where the first dimension run in a 0.7%
agarose gel at 0.75 V/cm whereas the second dimension run
in a 1.5% agarose gel at 2.0 V/cm. An inversion in elec-
trophoresis mobility was observed using a similar 2D gel
version for knotted replication intermediates, linear frag-
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Figure 6. Comparison of the relative electrophoretic mobility of different topoisomers during the first and second dimension of 2D gels where the latter
occurred at different voltages. The relative electrophoretic mobility (referred to the mobility of molecules with increasing C within each family expressed
with respect to that one shown by the simplest member of the family) is expressed in mm/h for the CatAs (depicted in red) shown in Figure 2A and for the
ScDimers (depicted in dark blue) and KnDimers (depicted in pink) shown in Figure 2B. The actual numbers are shown in Supplementary Tables S1–S4).
Figure 7. Comparison of the relative electrophoretic mobility of different topoisomers during the second dimension of 2D gels that occurred in gels
of different agarose concentrations. The relative electrophoretic mobility (referred to the mobility of molecules with increasing C within each family
expressed with respect to that one shown by the simplest member of the family) is expressed in mm/h for the CatAs (depicted in red) shown in Figure
4A and for the ScDimers (depicted in dark blue) and KnDimers (depicted in pink) shown in Figure 4B. The actual numbers are shown in Supplementary
Tables S5 and S6).
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ments containing an internal knotted bubble (25,38–41).
Weber et al. usedMonte Carlo simulations to investigate the
reasons for this reversal of relative order of electrophoretic
mobility and concluded that at high electric fields the simu-
lated knottedmolecules tend to hang over the gel fibers (42–
44). Earlier studies demonstrated that relatively large su-
percoiled DNAmolecules have branched structure (45) and
that this may play a significant role in their electrophoretic
mobility. Here, we report that the electrophoretic mobility
of CatAs, ScDimers and KnDimers with the same molec-
ular mass systematically increased with their progressing
compaction during the first dimension of a 2D gel system
run in a 0.4% agarose gel at 1.0 V/cm. However, during
the second dimension, run in a 0.8–1.2% agarose gel at 5.0–
6.6 V/cm knotted and catenated DNA molecules were ini-
tially decreasing their electrophoretic mobility with their in-
creasing topological complexity. We propose that when gel
pore sizes become smaller than the dimensions of undis-
turbed equilibrium shapes of analyzed DNAmolecules, the
deformability and thus the easiness of the molecules to pass
through the gel pores becomes the limiting factor of their
electrophoretic mobility (46–49). In the case of knotted or
catenated DNA molecules, there are two partially oppos-
ing effects of increasing topological complexity: (i) A de-
crease of the spatial extent of the molecules measured by
such observables as radius of gyration or the average in-
verse distance. (ii) An increase of resistance toward further
compaction. In low concentration gels where the gel pore
sizes are large, the molecules do not need to be squeezed
to pass through the gel pores. In such a situation, their
electrophoretic mobility simply increases with the complex-
ity of knots and catenanes since more knotted and more
catenated DNA molecules are more compact. In gels with
higher concentration of agarose, where gel pores are smaller
than the average equilibrium size for weakly knotted or
catenated DNA molecules, these species experience more
difficulties to pass through gel pores than unknotted and
uncatenatedDNAmolecules of the same size that can easily
squeeze through the pores. For a simple ring to pass through
a narrow pore, it is only needed for two regions to be
strongly bent. For knotted and catenated DNA molecules
at least four regions need to be strongly bent and this re-
quires more work for every passage through a pore. This
finally results in a slower electrophoretic mobility. As knots
and catenanes become very complex (more than eight cross-
ings for knots and more than six crossings for catenanes)
the molecules increase again their electrophoretic mobility
as their knotting and catenation cause strong DNA bend-
ing that facilitates passage through the narrow pores in the
gel.
In practical terms, for circular molecules of∼8000 bp, we
propose that the best way to distinguish all topoisomers is
to run the first dimension in a 0.4% agarose gel at 1.0 V/cm
and the second dimension in a 1.0% agarose gel at 6.6 V/cm
(Figures 2 and 3).
SUPPLEMENTARY DATA
Supplementary Data are available at NAR Online.
ACKNOWLEDGEMENTS
We acknowledge Lynn Zechiedrich, Ian Grainge, Santi-
ago Rodrı´guez de Co´rdoba and Nancy Crisona for E. coli
strains.
Author contribution: Jorge Cebria´n, Maridian Jose´
Kadamatsu, Vı´ctor Martı´nez, Cristina Parra, Alicia
Casta´n and Marı´a-Luisa Martı´nez-Robles performed the
experiments. Pablo Herna´ndez, Dora B. Krimer, Marı´a-
Jose´ Ferna´ndez-Nestosa, Christian Schaerer and Jorge B.
Schvartzman designed the experiments and interpreted the
results. Jorge B. Schvartzman and Andrzej Stasiak wrote
the manuscript.
FUNDING
Spanish Ministerio de Economı´a y Competitividad
[BFU2011-22489 to J.B.S.]; Leverhulme Trust [RP2013-
K-017 to A.S.]. Funding for open access charge: Spanish
Ministerio de Economı´a y Competitividad [BFU2011-
22489 to J.B.S.]; Leverhulme Trust [RP2013-K-017 to
A.S.].
Conflict of interest statement.None declared.
REFERENCES
1. Fernandez,X., Diaz-Ingelmo,O., Martinez-Garcia,B. and Roca,J.
(2014) Chromatin regulates DNA torsional energy via topoisomerase
II-mediated relaxation of positive supercoils. EMBO J., 33,
1492–1501.
2. Schvartzman,J.B., Martinez-Robles,M.L., Hernandez,P. and
Krimer,D.B. (2013) Plasmid DNA topology assayed by
two-dimensional agarose gel electrophoresis.Methods Mol. Biol.,
1054, 121–132.
3. Trigueros,S., Arsuaga,J., Vazquez,M.E., Sumners,D.W. and Roca,J.
(2001) Novel display of knotted DNA molecules by two-dimensional
gel electrophoresis. Nucleic Acids Res., 29, e67.
4. Bell,L. and Byers,B. (1983) Separation of branched from linear DNA
by two-dimensional gel electrophoresis. Anal. Biochem., 130, 527–535.
5. Johnson,P.H. and Grossman,L.I. (1977) Electrophoresis of DNA in
agarose gels. Optimizing separations of conformational isomers of
double- and single-stranded DNAs. Biochemistry, 16, 4217–4225.
6. Oppenheim,A. (1981) Separation of closed circular DNA from linear
DNA by electrophoresis in two dimensions in agarose gels. Nucleic
Acids Res., 9, 6805–6812.
7. Sundin,O. and Varshavsky,A. (1980) Terminal stages of SV40 DNA
replication proceed via multiply intertwined catenated dimers. Cell,
21, 103–114.
8. Sundin,O. and Varshavsky,A. (1981) Arrest of segregation leads to
accumulation of highly intertwined catenated dimers dissection of the
final stages of SV40 DNA replication. Cell, 25, 659–669.
9. Brewer,B.J. and Fangman,W.L. (1987) The localization of replication
origins on ARS plasmids in S. cerevisiae. Cell, 51, 463–471.
10. Benguria,A., Hernandez,P., Krimer,D.B. and Schvartzman,J.B.
(2003) Sir2p suppresses recombination of replication forks stalled at
the replication fork barrier of ribosomal DNA in Saccharomyces
cerevisiae. Nucleic Acids Res., 31, 893–898.
11. Fierro-Fernandez,M., Hernandez,P., Krimer,D.B. and
Schvartzman,J.B. (2007) Replication fork reversal occurs
spontaneously after digestion but is constrained in supercoiled
domains. J. Biol. Chem., 282, 18190–18196.
12. Santamarı´a,D., Herna´ndez,P., Martı´nez-Robles,M.L., Krimer,D.B.
and Schvartzman,J.B. (2000) Premature termination of DNA
replication in plasmids carrying two inversely oriented ColE1 origins.
J. Mol. Biol., 300, 75–82.
13. Viguera,E., Hernandez,P., Krimer,D.B., Lurz,R. and
Schvartzman,J.B. (2000) Visualisation of plasmid replication
intermediates containing reversed forks. Nucleic Acids Res., 28,
498–503.
e24 Nucleic Acids Research, 2015, Vol. 43, No. 4 PAGE 10 OF 10
14. Brewer,B.J., Sena,E.P. and Fangman,W.L. (1988) Analysis of
replication intermediates by two-dimensional agarose gel
electrophoresis. Cancer Cells, 6, 229–234.
15. Martin-Parras,L., Lucas,I., Martinez-Robles,M.L., Hernandez,P.,
Krimer,D.B., Hyrien,O. and Schvartzman,J.B. (1998) Topological
complexity of different populations of pBR322 as visualized by
two-dimensional agarose gel electrophoresis. Nucleic Acids Res., 26,
3424–3432.
16. Crisona,N.J., Kanaar,R., Gonzalez,T.N., Zechiedrich,E.L.,
Klippel,A. and Cozzarelli,N.R. (1994) Processive recombination by
wild-type gin and enhancer-independent mutant: Insight into the
mechanisms of recombination selectivity and strand exchange. J.
Mol. Biol., 243, 437–457.
17. Laurie,B., Katritch,V., Sogo,J., Koller,T., Dubochet,J. and Stasiak,A.
(1998) Geometry and physics of catenanes applied to the study of
DNA replication. Biophys. J., 74, 2815–2822.
18. Stasiak,A., Katrich,V., Bednar,J., Michoud,D. and Dubochet,J.
(1996) Electrophoretic mobility of DNA knots. Nature, 384, 122.
19. Vologodskii,A.V., Crisona,N.J., Laurie,B., Pieranski,P., Katritch,V.,
Dubochet,J. and Stasiak,A. (1998) Sedimentation and electrophoretic
migration of DNA knots and catenanes. J. Mol. Biol., 278, 1–3.
20. Bates,A.D. and Maxwell,A. (2005) DNA Topology. Oxford University
Press, Oxford.
21. Vologodskii,A. (1992) Topology and Physics of Circular DNA. CRC
Press, Boca Raton, Florida.
22. Wang,J. (2009) Untangling the Double Helix. Cold Spring Harbor
Laboratory Press.
23. Witz,G. and Stasiak,A. (2010) DNA supercoiling and its role in DNA
decatenation and unknotting. Nucleic Acids Res., 38, 2119–2133.
24. Vologodskii,A.V. and Cozzarelli,N.R. (1993) Monte carlo analysis of
the conformation of DNA catenanes. J. Mol. Biol., 232, 1130–1140.
25. Olavarrieta,L., Martı´nez-Robles,M.L., Herna´ndez,P., Krimer,D.B.
and Schvartzman,J.B. (2002) Knotting dynamics during DNA
replication.Mol. Microbiol., 46, 699–707.
26. Schvartzman,J.B., Martinez-Robles,M.L., Lopez,V., Hernandez,P.
and Krimer,D.B. (2012) 2D gels and their third-dimension potential.
Methods, 57, 170–178.
27. Khodursky,A.B., Zechiedrich,E.L. and Cozzarelli,N.R. (1995)
Topoisomerase IV is a target of quinolones in escherichia coli. Proc.
Natl. Acad. Sci. U.S.A., 92, 11801–11805.
28. Zechiedrich,E.L. and Cozzarelli,N.R. (1995) Roles of topoisomerase
IV and DNA gyrase in DNA unlinking during replication in
Escherichia coli. Genes Dev., 9, 2859–2869.
29. Lopez,V., Martinez-Robles,M.L., Hernandez,P., Krimer,D.B. and
Schvartzman,J.B. (2012) Topo IV is the topoisomerase that knots and
unknots sister duplexes during DNA replication. Nucleic Acids Res.,
40, 3563–3573.
30. Santamarı´a,D., delaCueva,G., Martı´nez-Robles,M.L., Krimer,D.B.,
Herna´ndez,P. and Schvartzman,J.B. (1998) DnaB helicase is unable to
dissociate RNA-DNA hybrids – Its implication in the polar pausing
of replication forks at ColE1 origins. J. Biol. Chem., 273,
33386–33396.
31. Zechiedrich,E.L., Khodursky,A.B., Bachellier,S., Schneider,R.,
Chem,D.R., Lilley,D.M.J. and Cozzarelli,N.R. (2000) Roles of
topoisomerases in maintaining steady-state DNA supercoiling in
Escherichia coli. J. Biol. Chem., 275, 8103–8113.
32. Zechiedrich,E.L., Khodursky,A.B. and Cozzarelli,N.R. (1997)
Topoisomerase IV, not gyrase, decatenates products of site-specific
recombination in Escherichia coli. Genes Dev., 11, 2580–2592.
33. Drlica,K. (1999) Mechanism of fluoroquinolone action. Curr. Opin.
Microbiol., 2, 504–508.
34. Martinez-Robles,M.L., Witz,G., Hernandez,P., Schvartzman,J.B.,
Stasiak,A. and Krimer,D.B. (2009) Interplay of DNA supercoiling
and catenation during the segregation of sister duplexes. Nucleic
Acids Res., 37, 5126–5137.
35. Hanahan,D. (1983) Studies on transformation of Escherichia coli
with plasmids. J. Mol. Biol., 166, 557–580.
36. Adams,D.E., Shekhtman,E.M., Zechiedrich,E.L., Schmid,M.B. and
Cozzarelli,N.R. (1992) The role of topoisomerase-IV in partitioning
bacterial replicons and the structure of catenated intermediates in
DNA replication. Cell, 71, 277–288.
37. Kato,J., Nishimura,Y., Imamura,R., Niki,H., Hiraga,S. and
Suzuki,H. (1990) New topoisomerase essential for chromosome
segregation in E. coli. Cell, 63, 393–404.
38. Olavarrieta,L., Herna´ndez,P., Krimer,D.B. and Schvartzman,J.B.
(2002) DNA knotting caused by head-on collision of transcription
and replication. J. Mol. Biol., 322, 1–6.
39. Olavarrieta,L., Martinez-Robles,M.L., Sogo,J.M., Stasiak,A.,
Hernandez,P., Krimer,D.B. and Schvartzman,J.B. (2002)
Supercoiling, knotting and replication fork reversal in partially
replicated plasmids. Nucleic Acids Res., 30, 656–666.
40. Sogo,J.M., Stasiak,A., Martı´nez-Robles,M.L., Krimer,D.B.,
Herna´ndez,P. and Schvartzman,J.B. (1999) Formation of knots in
partially replicated DNA molecules. J. Mol. Biol., 286, 637–643.
41. Viguera,E., Herna´ndez,P., Krimer,D.B., Boistov,A.S., Lurz,R.,
Alonso,J.C. and Schvartzman,J.B. (1996) The ColE1 unidirectional
origin acts as a polar replication fork pausing site. J. Biol. Chem., 271,
22414–22421.
42. Weber,C., Carlen,M., Dietler,G., Rawdon,E.J. and Stasiak,A. (2013)
Sedimentation of macroscopic rigid knots and its relation to gel
electrophoretic mobility of DNA knots. Sci. Rep., 3, 1091.
43. Weber,C., de Los Rios,P., Dietler,G. and Stasiak,A. (2006)
Simulations of electrophoretic collisions of DNA knots with gel
obstacles. J. Phys.: Condens. Matter, 18, S161-S171.
44. Weber,C., Stasiak,A., De Los Rios,P. and Dietler,G. (2006)
Numerical simulation of gel electrophoresis of DNA knots in weak
and strong electric fields. Biophys. J., 90, 3100–3105.
45. Vologodskii,A.V. and Cozzarelli,N.R. (1994) Conformational and
thermodynamic properties of supercoiled DNA. Annu. Rev. Biophys.
Biomol. Struct., 23, 609–643.
46. Marko,J.F. (1999) Coupling of intramolecular and intermolecular
linkage complexity of two DNAs. Phys. Rev. E, 59, 900–912.
47. Marko,J.F. and Siggia,E.D. (1994) Bending and twisting elasticity of
DNA.Macromolecules, 27, 981–988.
48. Vetcher,A.A., McEwen,A.E., Abujarour,R., Hanke,A. and
Levene,S.D. (2010) Gel mobilities of linking-number topoisomers and
their dependence on DNA helical repeat and elasticity. Biophys.
Chem., 148, 104–111.
49. Zivanovic,Y., Goulet,I. and Prunell,A. (1986) Properties of
supercoiled DNA in gel electrophoresis. The V-like dependence of
mobility on topological constraint. DNA-matrix interactions. J. Mol.
Biol., 192, 645–660.
Direct Evidence for the Formation of Precatenanes during
DNA Replication*
Received for publication, February 2, 2015, and in revised form, March 30, 2015 Published, JBC Papers in Press,March 31, 2015, DOI 10.1074/jbc.M115.642272
Jorge Cebrián‡1, Alicia Castán‡1, Víctor Martínez§, Maridian J. Kadomatsu-Hermosa§, Cristina Parra§,
María José Fernández-Nestosa§, Christian Schaerer§, Pablo Hernández‡, Dora B. Krimer‡,
and Jorge B. Schvartzman‡2
From the ‡Department of Cellular andMolecular Biology, Centro de Investigaciones Biológicas, Ramiro deMaeztu 9, 28040,
Madrid, Spain and the §Scientific and Applied Computing Laboratory, Polytechnic School, National University of Asunción.
P.O. Box 2111 SL. San Lorenzo, Paraguay
Background: Changes in DNA topology during replication are still poorly understood.
Results: Classical genetics and two-dimensional agarose gel electrophoresis showed that RIs tensioned in the absence of Topo
IV.
Conclusion: The results indicated that replication forks swivel in vivo leading to the formation of precatenanes as replication
progresses.
Significance: This conclusion ends a long lasting debate on the formation of precatenanes during replication.
The dynamics of DNA topology during replication are still
poorly understood. Bacterial plasmids are negatively super-
coiled. This underwinding facilitates strand separation of the
DNA duplex during replication. Leading the replisome, a DNA
helicase separates the parental strands that are to be used as
templates. This strand separation causes overwinding of the
duplex ahead. If this overwinding persists, it would eventually
impede fork progression. In bacteria, DNA gyrase and topo-
isomerase IV act ahead of the fork to keep DNA underwound.
However, the processivity of the DNA helicase might overcome
DNA gyrase and topoisomerase IV. It was proposed that the
overwinding that builds up ahead of the fork could force it to
swivel and diffuse this positive supercoiling behind the fork
where topoisomerase IV would also act to maintain replicating
the DNA underwound. Putative intertwining of sister duplexes
in the replicated region are called precatenanes. Fork swiveling
and the formation of precatenanes, however, are still ques-
tioned.Here, we used classical genetics andhigh resolution two-
dimensional agarose gel electrophoresis to examine the tor-
sional tension of replication intermediates of three bacterial
plasmids with the fork stalled at different sites before termina-
tion. The results obtained indicated that precatenanes do form
as replication progresses before termination.
Changes in DNA topology during replication are still poorly
understood. Both in vivo (1) and in vitro (2) bacterial plasmids
are known to be negatively ()-supercoiled where duplex-du-
plex crossings adopt a right-handed configuration (Fig. 1A). It is
well known that this underwinding facilitates strand separation
of the duplex at the origin of replication (3, 4). After initiation,
()-supercoiling is also important for elongation to progress
unimpaired (5–7). A complex ensemble of enzymes known as
the replisome is responsible for the replication fork to advance.
Leading this replisome, a hexameric DNA helicase separates
the parental strands that are to be used as templates (8). This
strand separation causes overwinding of the duplex ahead of
the fork (9–11). If this overwinding persists and accumulates, it
would eventually impede fork progression as positive ()-su-
percoiling hinders separation of the duplex strands.
In bacteria, DNA gyrase and topoisomerase IV (Topo IV)3
are the main type II DNA topoisomerases involved in the reg-
ulation of DNA topology during replication (12, 13). Both
enzymes can relax supercoiled DNA molecules. Their mecha-
nism of action, however, differs significantly (14). Topo IV can
eliminate both the left-handed crossings of ()-supercoiling
as well as the right-handed crossings of ()-supercoiling,
although it is 20 more efficient doing the former (5, 15). In
contrast, DNA gyrase is unique in its ability to introduce ()-
supercoils into covalently closed domains (16). When com-
pared for their ability to remove ()-supercoils, Topo IV and
DNA gyrase eliminate them at roughly the same rate (6). How-
ever, Topo IV is 20more efficient removing left-handed than
right-handed crossings (5, 15). In other words, DNA gyrase is
20 more efficient introducing right-handed crossings than
Topo IV is at removing them.DNAgyrase plays a critical role in
maintaining replicating DNA ()-supercoil and is essential for
replication to proceed. Moreover, in the absence of Topo IV,
replication progresses at almost normal rates, but fully repli-
cated duplexes accumulate as catenated rings (5, 17). Despite
that a conclusive explanation for the preference of Topo IV for
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